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1. L’aquaculture comme ressource alimentaire 
1.1. Nourrir l’humanité 
 Un des défis majeurs de notre société est – et sera – l’approvisionnement des 
populations humaines en ressources alimentaires [1]. En effet, l’accroissement démographique 
continu (Figure 1-1) engendrera une augmentation de la demande en nourriture sans cesse plus 
grande pour au moins les quarante prochaines années [2]. Dès lors, une plus grande 
compétition pour les terres, l’eau et l’énergie affectera substantiellement notre capacité de 
production de nourriture et conduira nécessairement à un besoin urgent de réduire son impact 
sur l’environnement [3]. 
 
Figure 1-1. Accroissement démographique et production alimentaire au niveau mondial 
(http://faostat3.fao.org). 
 Par le passé, les populations humaines répondaient aux menaces de pénurie alimentaire 
par l’allocation de plus de terres aux activités agricoles et par l’exploitation de nouveaux stocks 
cynégétiques et halieutiques1 [3]. Ces mesures, relativement efficaces à court terme pour des 
populations isolées de taille modeste, sont désormais inapplicables, tant au regard de la 
globalisation que de la démographie (actuellement 7,6 milliards d’êtres humains, probablement 
9,6 milliards en 2050) [4]. 
1.2. Surpêche et essor de l’aquaculture 
 Depuis toujours, les populations humaines ont pratiqué la pêche qui, jusque dans la 
deuxième moitié du siècle dernier, se limitait à une récolte du « surplus » produit par les eaux 
douces et les océans. Lorsque ces « surplus » furent épuisés (spécifiquement, spatialement, …), 
les « stocks » furent entamés. Ce qui n’a pas été sans conséquences : actuellement, près de 60 % 
 
1 Respectivement issus de la chasse et de la pêche. 
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des espèces marines sont pleinement exploitées, plus de 30 % surexploitées, et seulement moins 
de 10 % sous-exploitées (Figure 1-2) [5,6]. 
 
Figure 1-2. Evolution globale des stocks de poissons marins entre 1975 et 2015 [7]. 
 
Figure 1-3. Production mondiale de la pêche et de l’aquaculture entre 1950 et 2015 [7]. 
 La surexploitation des stocks pose de nombreux problèmes environnementaux, dont 
une perte de biodiversité entraînant la perturbation des réseaux trophiques2 [8,9]. Néanmoins, 
renoncer aux produits halieutiques n’est actuellement pas à l’ordre du jour. En effet, 150 g de 
poisson fournissent entre 50 et 60 % des besoins protéiques journaliers d’un adulte. Plus 
globalement, les poissons et les invertébrés marins représentent 16,7 % de l’apport en protéines 
animales au niveau mondial (6,5 % des protéines totales). Cette proportion peut monter à 
20 % dans les pays densément peuplés et sous-développés (2,9 milliards de personnes) [5]. De 
 
2 Ensemble des chaînes alimentaires d’un écosystème. 
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plus, ils constituent la principale source d’acides gras essentiels (EFA) de type « w3 » de notre 
alimentation [10]. 
 L’aquaculture s’est donc développée de manière accélérée afin de compenser d’une 
part la lenteur du renouvellement des stocks et d’autre part l’augmentation de la demande en 
produits halieutiques. Actuellement, l’aquaculture fournit près de la moitié de ces produits à 
destination de l’alimentation humaine (Figure 1-3) [11]. 
1.3. Développement et contraintes de l’aquaculture 
 L’aquaculture, en tant qu’alternative à la pêche, tente de découpler la production 
d’organismes aquatiques des fluctuations environnementales en contrôlant la croissance, la 
nutrition et les maladies [12]. 
Tableau 1-1. Principales espèces de poissons-fourrages exploitées parmi les 25 espèces les 
plus pêchées [7]. 
Rang Espèces et genres prélevés Quantité pêchée (t/an) 
1 Theragra chalcogramma Colin d'Alaska 3500000 
2 Engraulis ringens* Anchois péruvien 3200000 
3 Katsuwonus pelamis Bonite à ventre rayé 2800000 
4 Sardinella spp. Sardinelles 2300000 
5 Trachurus spp. Chinchards 1700000 
6 Clupea harengus Hareng de l'Atlantique 1600000 
7 Scomber japonicus Maquereau espagnol 1600000 
8 Thunnus albacares Thon jaune 1500000 
9 Gadus morhua Morue de l'Atlantique 1300000 
10 Engraulis japonicus Anchois japonais 1300000 
11 Sardina pilchardus Sardine commune 1300000 
12 Trichiurus lepturus Poisson-sabre commun 1300000 
13 Decapterus spp. Comètes 1300000 
14 Micromesistius poutassou Merlan bleu 1200000 
15 Scomber scombrus Maquereau commun 1100000 
16 Scomberomorus spp. Thazards 900000 
17 Dosidicus gigas Encornet géant 700000 
18 Nemipterus spp. Cohanas 700000 
19 Brevoortia patronus Menhaden écailleux 600000 
20 Sprattus sprattus Anchois de Norvège 600000 
21 Portunus trituberculatus Crabe bleu japonais 600000 
22 Acetes japonicus Crevette akiami 500000 
23 Sardinops melanostictus Pilchard du Japon 500000 
24 Scomber colias Maquereau blanc 500000 
25 Rastrelliger kanagurta Maquereau des Indes 500000 
 
Total des 25 premiers rangs 33000000 
Total mondial 79000000 
Importance des 25 premiers rangs sur l'ensemble des 
captures (%) 41,9 
* Les espèces utilisées comme poissons-fourrages sont colorées en vert. 
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 Concernant la nutrition, l’élevage de poissons carnivores (surtout marins) occupant un 
niveau trophique élevé requiert l’utilisation de farines et d’huiles de poissons dit « fourrages » 
[13]. Entre un quart et un tiers des captures mondiales (20-30 millions de tonnes) est utilisé 
chaque année pour produire ces aliments à destination principalement de l’élevage animal 
(dont 56 % des farines et 87 % des huiles en aquaculture) (Tableau 1-1). Dans les réseaux 
trophiques naturels, ces poissons-fourrages jouent un rôle important en convertissant le 
plancton en nourriture pour les espèces occupant un niveau trophique3 plus élevé (grands 
poissons, oiseaux de mer, mammifères marins, hommes) [11]. Ainsi, la salmoniculture et la 
pénéiculture4 sont des consommateurs nets de poissons-fourrages, requérant 3 kg de ceux-ci 
pour produire 1 kg d’animaux. Cependant, ces espèces ne représentent qu’une petite part de 
l’aquaculture. Si on considère cette dernière de manière globale, elle correspond à une 
production nette de nourriture : 3,5-4 kg de nourriture par kilogramme de poissons-fourrages 
[14]. 
 Néanmoins, en Europe occidentale et en Amérique, où la principale production résulte 
de l’élevage de salmonidés et de poissons marins, l’aquaculture poursuit plus un objectif de 
rentabilité que de durabilité : convertir des farines et huiles de poissons de relativement faible 
valeur nutritive en produits alimentaires à haute valeur ajoutée pour le marché humain [15]. 
 L’actuelle dépendance de la salmoniculture et de la mariculture5 à ces farines et huiles 
de poissons est un problème fondamental en aquaculture en tant qu’alternative à la pêche, et 
elle nécessite donc des solutions de substitution [16]. 
1.4. Alternatives aux huiles de poissons 
 Les poissons constituent pour les humains la source majeure en acides gras essentiels de 
type « w3 ». La plupart des espèces marines, qui représentent par ailleurs les principaux produits 
de l’aquaculture européenne et américaine avec les salmonidés, sont généralement carnivores et 
ces acides gras sont des nutriments essentiels qu’elles prélèvent de leurs proies (autres poissons, 
invertébrés) ; d’où l’utilisation de farines et huiles de poisson dans la mariculture (et la 
salmoniculture) [10]. Les stocks de poissons-fourrages étant actuellement surexploités, il 
apparaît nécessaire de trouver des alternatives à l’utilisation de ces farines et huiles, tant d’un 
point de vue durabilité que d’un point de vue croissance des activités aquacoles. 
 Une de ces alternatives consiste à remplacer les huiles animales par des huiles végétales, 
comme celles issues du tournesol, du lin, du colza, du soja, de l’olive ou encore de la palme 
[17]. Cependant, quatre constats pourraient freiner la mise en application de cette alternative : 
• les végétaux sont dépourvus des acides gras que les poissons recherchent dans leur 
nourriture (en revanche, ils sont riches en leurs précurseurs) (Tableau 1-2) [18] ; 
• la capacité des poissons à synthétiser ces acides gras à partir de leurs précurseurs varie 
parmi les espèces en fonction du régime alimentaire (herbivore/omnivore versus 
carnivore) et de l’habitat (dulcicole6 versus marin) [19] ; 
• les voies de synthèse de ces acides gras sont encore mal connues et les acteurs 
enzymatiques mal identifiés [20] ; 
 
3 Rang occupé par un organisme dans un réseau trophique. 
4 Respectivement élevage de salmonidés (diverses espèces de saumons et de truites) et de crevettes. 
5 Elevage d’organismes marins. 
6 D’eau douce. 
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• la modification de la composition en acides gras de la chair de poisson 7  suite au 
remplacement des huiles animales par des huiles végétales peut impacter de manière 
négative l’intérêt de ces organismes dans l’alimentation humaine [21,22]. 
Tableau 1-2. Composition en acides gras d’huiles et de graisses commercialement 
disponibles [23]. 
 
Palme Colza Soja Olive Lin Saindoux Hareng Anchois 
Production 
mondialea 17,1 11,4 20,8 2 0,7 6,1 1,4 1,4 
16:0 61b 5 11 14 7 26 13 17 
16:1n-7 traces traces traces 2 traces 3 7 9 
18:0 5 2 4 3 5 15 1 4 
18:1n-9 26 60 22 69 18 49 10 12 
18:2n-6 7 21 54 12 17 9 1 1 
18:3n-3 traces 10 8 1 54 traces 1 1 
20:5n-3 0 0 0 0 0 0 6 17 
22:6n-3 0 0 0 0 0 0 6 9 
a En millions de tonnes et pour l’année 1996 
b En % du poids total en acides gras 
 Dans ce contexte, il est essentiel de comprendre le mécanisme d’action des enzymes 
impliquées dans le métabolisme lipidique des poissons et plus particulièrement pour les 
espèces d’intérêt aquacole. 
2. Perca fluviatilis comme organisme modèle 
 La perche commune (Perca fluviatilis L., 1758) est un Perciforme carnivore d’eau douce 
largement distribué en Eurasie (Figures 1-4, 1-5 & 1-6 ; Tableau 1-3). Etant un des rares 
membres dulcicoles de cet ordre presque exclusivement marin, l’investigation du métabolisme 
des lipides chez cette espèce revêt un intérêt tout particulier. En effet, sa capacité supposée à 
synthétiser les acides gras essentiels d’intérêt nutritif à partir de leurs précurseurs en fait un 
candidat privilégié pour le développement et la diversification d’une aquaculture durable 
[24–29]. 
 
Figure 1-4. Perca fluviatilis (http://www.arkive.org/perch/perca-fluviatilis/). 
 
7 Les effets d’une substitution des huiles animales par des huiles végétales dépendent de l’espèce (salmonidés, 
percidés, …), du milieu (dulcicole versus marin), du régime alimentaire (herbivore/omnivore versus carnivore), du 
niveau de développement (juvénile versus adulte), du type d’huile végétale (tournesol, lin, colza, soja, palme, …) 
et/ou de la composition initiale en acides gras (w3 versus w6). De manière générale : (1) la croissance est 
négativement impactée, (2) on observe une augmentation de la synthèse des acides gras, (3) celle-ci est insuffisante 
pour compenser le manque d’apport en acide gras via l’alimentation, (4) le changement de régime induit une 
modification perceptible de goût/saveur de la chair [138–148]. 






Figure 1-5. Localisation phylogénétique des Perciformes [30]. 
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Figure 1-6. Répartition mondiale de Perca fluviatilis [31]. 
Tableau 1-3. Classification classique de Perca fluviatilis 
(http://animaldiversity.org/accounts/Perca_fluviatilis/classification/). 
Rangs taxonomiques Position de la perche commune 











3. Les acides gras comme base d’étude 
3.1. Les acides gras sont des lipides 
 De nombreux composés sont considérés comme étant des lipides, ce qui fait de cette 
classe de molécules un ensemble hétérogène8. Néanmoins, tous les lipides sont réputés solubles 
dans les solvants organiques/non polaires (et insolubles dans l’eau) et dérivent d’une 
métabolisation de l’acétyl-CoA. Ce métabolite peut soit être polymérisé linéairement, formant 
alors des lipides dits saponifiables, c’est-à-dire pouvant être décomposé en un alcool et un acide 
(acides gras, glycérolipides, phospholipides, sphingolipides, glycolipides, polycétides), soit être 
polymérisé en isoprénoïdes, formant des lipides non saponifiables (terpènes, terpénoïdes, 
stéroïdes, eicosanoïdes) (Figure 1-7) [32]. 
 
8 Au point qu’il n’existerait pas de définition exacte de ce qu’est – ou devrait être – un lipide [32]. 
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Figure 1-7. Les différentes classes de lipides dérivés de l’acétyl-CoA. Les lipides saponifiables 
sont colorés en verts et les lipides non saponifiables en gris (d’après [28]). Les différents 
exemples illustrés sont : l’acide hexadécanoïque (acide gras), le monogalactosyldiacyl-
glycérol (glycolipide), la N-tétradécénoyl-sphing4-énine (sphingolipide), le 1-héxadécanoyl-
2-octadécénoyl-sn-glycérol (glycérolipides), la 1-palmitoyl-3-oléoyl-phosphatidylcholine 
(phospholipide), la prostaglandine H2 (eicosanoïde), le farnésol (terpénoïde), le cholestérol 
(stéroïde) et l’aflatoxine B1 (polycétide) (ChemBioDraw). 
3.2. Nomenclature et structure des acides gras 
 Les acides gras sont des acides carboxyliques à chaîne aliphatique caractérisés par le 
nombre de carbones de celle-ci (Cx), la présence ou non de doubles liaisons (Cx:y) et leur 
position au sein de la chaîne, comptée soit par rapport au carboxyle (Cx:yDz1,…,zy), soit à partir 
du méthyle terminal (Cx:yn-z/wz) [33]. 
 Par exemple, l’acide arachidonique est un acide gras à 20 carbones (C20), comportant 4 
doubles liaisons (C20:4) en position 5, 8, 11 et 14 (C20:4D5,8,11,14), dont la dernière est 
positionnée à 6 carbones du méthyle terminal (C20:4n-6/w6) (Figure 1-8). 
 
Figure 1-8. Acide arachidonique (C20:4D5,8,11,14 ou C20:4n-6 ou C20:4w6) (ChemBioDraw). 
 Généralement, les acides gras possèdent un nombre pair de carbones ; dans le cas 
contraire, ils sont spécifiques d’une espèce et présents à l’état de traces. Dans le cas des 
insaturés, ils présentent une ou plusieurs doubles liaisons (rarement triples) non conjuguées de 
type 1,4-pentadiène (appelée « methylene-interrupted ») adoptant une conformation cis. Les acides 
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gras trans sont naturellement rares et sélectivement exclus des voies métaboliques [32]. En effet, 
les propriétés intéressantes (point de fusion et arrangement spatial) des isomères cis sont soit 
présentes de manière atténuée, soit complètement absentes [34]. 
 D’un point de vue générique, on distinguera donc les acides gras en fonction de leur 
degré d’insaturation et de la longueur de leur chaîne (Tableaux 1-4 & 1-5) [32]. 
Tableau 1-4. Classification des acides gras [32]. 
 Saturés Monoinsaturés Polyinsaturés 
Courte SC-SFA (C1-C4) 
MUFA (C14-C24) 
SC-PUFA (C14-C18) 
Moyenne MC-SFA (C6-C12) / 
Longue LC-SFA (C14-C24) LC-PUFA/HUFA (C20-C24) 
Très longue / VLC-PUFA (> C24) 
 
Tableau 1-5. Quelques acides gras importants 
(https://www.qmul.ac.uk/sbcs/iupac/lipid/appABC.html). 
Cx:yDz1,…,zy Nom courant/Nom systématique Abr. 
Acides gras saturés (SFA) 
        C16:0 Acide palmitique 
Acide hexadécanoïque 
PA 
        C18:0 Acide stéarique 
Acide octadécanoïque 
SA 
Acides gras monoinsaturés (MUFA) 
    n-7 (w7)   
        C16:1D9 Acide palmitoléique 
Acide cis-9-tétradecenoïque 
POA 
    n-9 (w9)   
        C18:1D9 Acide oléique 
Acide cis-9-octadécénoïque 
OLA 
Acides gras polyinsaturés à chaîne courte (PUFA) 
    n-6 (w6)   
        C18:2D9,12 Acide linoléique 
Acide cis-9,12-octadécédiénoïque 
LA 
        C18:3D6,9,12 Acide g-linolénique 
Acide cis-6,9,12-octadécatriénoïque 
GLA 
    n-3 (w3)   
        C18:3D9,12,15 Acide a-linolénique 
Acide cis-9,12,15-octadécatriénoïque 
ALA 
        C18:4D6,9,12,15 Acide stéaridonique 
Acide cis-6,9,12,15-octadécatétraénoïque 
STA 
Acides gras polyinsaturés à chaîne longue (HUFA) 
    n-6 (w6)   
        C20:3D8,11,14 Acide dihomo-g-linolénique 
Acide cis-8,11,14-eicosatriénoïque 
DGLA 
        C20:4D5,8,11,14 Acide arachidonique 
Acide cis-5,8,11,14-eicosatétraénoïque 
AA 
    n-3 (w3)   
        C20:5D8,11,14,17 Acide timnodonique 
Acide cis-5,8,11,14,17-eicosapentaénoïque 
EPA 
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3.3. Fonctions des acides gras 
 Les acides gras assurent divers rôles dans les processus cellulaires et physiologiques des 
organismes. 
 Sous forme de triglycérides, ils constituent, via une b-oxydation, une source d’énergie et 
de carbone pour le métabolisme [35]. Chez les poissons, il s’agit de la source préférentielle 
d’énergie métabolique dédiée à la croissance, la reproduction et la nage. En témoigne la 
proportion élevée en huile de certaines espèces marines (plus de 20 % de la masse chez Clupea 
harengus) [36]. Inversement, l’énergie prélevée de la nourriture peut être stockée sous forme 
d’acides gras via la lipogenèse. 
 Sous forme de phosphoglycérolipides, ils structurent les membranes cellulaires. Leurs 
modifications (désaturation, élongation, estérification, …) permettent aux cellules de modifier 
les propriétés physiques de leurs membranes (stabilité, fluidité, perméabilité, adhésion, …) et 
peuvent affecter leur fonctionnalité (modulation de canaux ioniques, endocytose/exocytose, 
activité d’enzymes associées à la membrane, …) [37]. 
 Sous forme d’acides gras libres insaturés (SC-PUFA ou HUFA), ils sont précurseurs des 
oxylipines, des molécules signalétiques produites par des oxygénases (lipoxygénases, 
cyclooxygénases, cytochromes P450) et intervenant notamment dans la morphogenèse, la 
différenciation cellulaire, l’homéostasie, les processus reproductifs et les mécanismes de défense 
contre les pathogènes [38,39]. Chez les vertébrés, les oxylipines sont représentées par la famille 
des eicosanoïdes 9  (prostaglandines, prostacyclines, thromboxanes, leucotriènes, résolvines, 
lipoxines, …), des molécules de type « hormone-like » produites par les cellules de pratiquement 
tous les tissus et participant à la communication autocrine [40,41]. Les acides gras libres 
peuvent également jouer le rôle de ligands vis-à-vis de récepteurs couplés à une protéine G 
(GPCR) ou de facteurs de transcription, se retrouvant ainsi impliqués dans la transduction du 
signal et l’initiation de la transcription de gènes [42]. 
Tableau 1-6. Principales fonctions biologiques des acides gras LA, AA, EPA et DHA [40]. 
Acide gras Principales fonctions biologiques 
n-6 (w6) LA Synthèse de lipides impliqués dans l’imperméabilité épidermique 
AA Synthèse d’eicosanoïdes 
Composant de phospholipides inositol 
n-3 (w3) EPA Synthèse d’eicosanoïdes 
Analogue structurel et compétiteur de l’AA 
DHA Structure des domaines lipidiques membranaires 
Modulation des protéines transmembranaires 
Métabolisme de la phosphatidyléthanolamine, des plasmalogènes 
d’éthanolamine et de la phosphatidylsérine 
Formation de radicaux libres 
Régulation de l’expression de gènes 
 Au niveau physiologique, les acides gras et leurs dérivés oxygénés interviennent dans la 
structuration du cerveau et du système nerveux central, la régulation de la fonction vasculaire, 
la régénération osseuse, la signalisation optique, la croissance tumorale, l’inflammation 
(chémotaxie, phagocytose), … [43]. De manière plus générale, au niveau de l’organisme, les 
acides gras sont impliqués dans l’adaptation au froid et la survie chez les animaux 
 
9  Les eicosanoïdes (dérivés d’acides gras de type C20, d’où leur nom) sont également présents chez les 
champignons, plantes inférieures, tandis que chez les plantes supérieures, les oxylipines sont représentées par la 
famille des octadécanoïdes (principalement dérivés, quant à eux, de C18) [39]. 
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(particulièrement aux pôles), la formation des graines et du pollen chez les plantes, les 
mécanismes de défense contre les pathogènes (réponse immunitaire), … [18]. A titre d’exemple, 
le Tableau 1-6 présente les principales fonctions biologiques de quatre acides gras essentiels. 
4. Les enzymes du métabolisme lipidique comme thème d’étude 
4.1. Biosynthèse des acides gras10 
4.1.1. Lipogenèse 
 Les acides gras sont formés de novo chez tous les organismes par l’intermédiaire d’un 
système enzymatique cytosolique appelé acide gras synthase (FAS) à partir d’actétyl-CoA 
mitochondrial (provenant de la dégradation du pyruvate ou d’acides aminés) et de malonyl-
CoA (formé à partir d’acétyl-CoA par l’acétyl-CoA carboxylase)11 , moyennant du NADPH 
comme cofacteur. Les produits finaux de la FAS sont les acides myristique (C14:0), palmitique 
(C16:0 – PA) et stéarique (C18:0), respectivement chez les champignons, les animaux et les 
plantes [44,45]. La FAS peut être soit de type I (eucaryotes) et correspondre à un complexe 
enzymatique multifonctionnel, soit de type II (procaryotes) et alors correspondre à une série de 
protéines monofonctionnelles. Chez les animaux, la FAS I est un homodimère comportant sept 
domaines : (1) acyl carrier protein (ACP), (2) malonyl-CoA/acetyl-CoA:ACP transacylase (MAT), 
(3) b-cétoacyl synthase (KS), (4) b-cétoacyl réductase (KR), (5) b-hydroxyacyl déshydratase (HD), 
(6) b-énoyl réductase (ER), (7) acyl-ACP thioesterase (TE) [46,47]. 
4.1.2. Synthèse des SFA 
 L’acide palmitique sert de précurseur à la synthèse des acides gras saturés, dont les 
principaux produits sont les acides stéarique (C18:0 – SA) et lignocérique (C24:0) (Figure 1-9) 
[48]. 
4.1.3. Synthèse des MUFA 
 Les acides palmitique et stéarique sont les deux précurseurs de l’ensemble des acides 
gras insaturés. Plus spécifiquement, le PA initie la voie des n-7 (w7) MUFA, comprenant les 
acides palmitoléique (C16:1D9 – POA) et vaccénique (C18:1D11), tandis que le SA initie la 
voie des n-9 (w9) MUFA, comprenant notamment l’acide oléique (C18:1D9 – OLA)12 (Figure 1-
9) [48]. 
4.1.4. Synthèse des PUFA/HUFA 
 Les MUFA sont à l’origine de plusieurs séries de PUFA/HUFA :  
• celle des n-7 (w7), initiée par l’acide palmitoléique ; 
• celle des n-9 (w9), initiée par l’acide oléique et dont le produit final est l’acide de Mead 
(C20:3D5,8,11) ; 
 
10 Nous ne traiterons dans cette section que du cas des acides gras linéaires. 
11 Il est à noter que Trypanosoma brucei est capable de synthétiser des MC-SFA et des LC-SFA à partir d’acide 
butyrique (C4:0) moyennant un système d’élongases spécifiques (ELO1, ELO2 et ELO3), se passant ainsi de FAS 
[149]. 
12 Il existe d’autres familles de MUFA plus anecdotiques (w1, w2, w4, w5, w10, …). Synthétisés à partir des acides 
myristique (C14:0) et palmitique, on peut les retrouver chez les protistes, les plantes, les champignons ou les 
animaux. Ces MUFA sont à leur tour précurseurs de plusieurs séries de PUFA/HUFA [150–153]. 
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• celle des n-6 (w6), également initiée par l’OLA et comprenant l’acide linoléique 
(C18:2D9,12 – LA), l’acide arachidonique (C20:4D5,8,11,14 – AA), l’acide d’Osbond 
(C22:5D4,7,10,13,16) ainsi que la série de VLC-PUFA C24-34:5 ; 
• celle des n-3 (w3), elle aussi initiée par l’OLA et comprenant l’acide a-linolénique 
(C18:3D9,12,15 – ALA), l’acide timnodonique13  (C20:5D8,11,14,17 – EPA), l’acide 
cervonique14 (22:6D4,7,10,13,16,19 – DHA) ainsi que la série de VLC-PUFA C24-34:6 
(Figure 1-9) [48]. 
Il est à noter que la voie des w7 est encore mal caractérisée, tant au niveau de ses acteurs 
enzymatiques que de la finalité de ses produits, mais traduit fréquemment une déficience en 
EFA. L’acide de Mead (acide cis-5,8,11-eicosatriénoïque), quant à lui, est un HUFA produit de 
novo chez les vertébrés lors d’une carence en w3 et w6 alimentaires afin de d’augmenter la 
fluidité des membranes cellulaires et/ou de combler une carence en eicosanoïdes dérivés de 
l’acide arachidonique [35]. 
 
 
Figure 1-9. Voies de synthèse des PUFA et des HUFA chez les eucaryotes (d’après [49–51]). Les 
EFA sont signalés en vert, les PUFA en italique et les HUFA en gras. Les flèches pleines 
indiquent les voies classiques chez les vertébrés, celles en tirets les voies alternatives et celles 
en pointillés les voies absentes chez les vertébrés. 
  
 
13 Généralement appelé acide eicosapentaénoïque, d’où l’abréviation « EPA ». 
14 Généralement appelé acide docosahexaénoïque, d’où l’abréviation « DHA ». 
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4.2. Acteurs enzymatiques des voies de synthèse des acides gras 
4.2.1. Acteurs multiples, systèmes multiples 
 A côté des différents types de FAS, il existe plusieurs systèmes de synthèse des acides 
gras ayant l’acide palmitique comme précurseur. A ce jour, quatre ont été mis en évidence : 
• le système désaturases/élongases (Des/Elo), présent chez tous les organismes (eucaryotes 
comme procaryotes) et fonctionnant en conditions aérobies [52] ; 
• un système dérivé de la FAS II qui intègre, en plus des enzymes classiques, une 
déshydratase/trans-2,cis-3 isomérase (DH/2,3I), actif chez certains procaryotes 
(Escherichia coli, Streptococcus pneumoniae) en conditions anaérobies [53] ; 
• un système similaire à la polycétide synthase (PKS-like), présent à la fois chez les 
procaryotes (Shewanella spp., Vibrio marinus, Photobacterium profundum, Moritella marina) 
et les protistes (Schizochytrium spp.) et prenant le relais en conditions anaérobies [54,55] ; 
• une hypothétique PUFA synthase, détectée chez certains protistes (Schizochytrium spp.) 
et fonctionnant également en conditions anaérobies [56]. 
Il est à noter que les deux derniers pourraient en fait n’en former qu’un seul, lequel pourrait 
correspondre soit à une série de protéines monofonctionnelles fonctionnant de concert (chez 
les procaryotes, à l’image de FAS II), soit à un complexe enzymatique multifonctionnel (chez les 
eucaryotes, à l’image de FAS I). Dans un cas comme dans l’autre, les activités suivantes seraient 
présentes : b-cétoacyl-ACP synthase (KAS), b-cétoacyl réductase (KR), b-hydroxyacyl 
déshydratase (HD), b-énoyl réductase (ER), déshydratase/trans-2,cis-3 isomérase (DH/2,3I), 
déshydratase/trans-2,cis-2 isomérase (DH/2,2I) [52]. Remarquons finalement que les voies de 
synthèse associées seraient sensiblement différentes par rapport au premier système cité (par 
exemple l’absence d’ALA et d’EPA dans la production de DHA). Dans la suite de ce travail, 
nous nous limiterons exclusivement au système Des/Elo ayant comme produits des acides gras 
insaturés. 
4.2.2. Système Des/Elo 
 La synthèse des acides gras insaturés dont l’acide palmitique est le précurseur requiert 
deux types de réaction : la désaturation et l’élongation, catalysées respectivement par des 
désaturases et des élongases d’acides gras [18]. 
 
Figure 1-10. Exemple de désaturation d’un acide gras long associé au coenzyme A (acide 
gras sous forme libre) [48]. 
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 La désaturation est un processus aérobie se déroulant en membrane du réticulum 
endoplasmique15 lisse (REL) et nécessitant une oxygénase terminale (une désaturase d’acides 
gras dans ce cas précis), des équivalents réducteurs (NADH préférentiellement ou NADPH) et 
une chaîne de transport d’électrons (cytochrome b5/cytochrome b5 réductase, cytochrome 
b5/cytochrome P450 réductase ou ferrédoxine/ferrédoxine réductase) (Figure 1-10) [57–59]. Les 
deux étapes limitantes de la synthèse des HUFA sont les désaturations D9 et D6, respectivement 
celles des PA et SA et celles des LA et ALA (Figure 1-9) [60]. 
 
Figure 1-11. Exemple d’élongation d’un acide gras long [48]. 
 
15 Organite cellulaire faisant partie du système endomembranaire chez les eucaryotes. 
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 L’élongation est un processus en quatre étapes se déroulant principalement dans le 
REL, mais aussi de manière plus anecdotique dans les mitochondries (biogenèse des 
membranes mitochondriales) et les peroxysomes (synthèse de VLC-PUFA). Quatre enzymes 
différentes sont requises : une b-cétoacyl synthase (KS), une b-cétoacyl réductase (KR), une b-
hydroxyacyl déshydratase (HD) et une trans-2,3-énoyl réductase (ER) (Figure 1-11) [34]. La KS, 
responsable de la réaction de condensation, est le facteur limitant de l’élongation16. En effet, 
c’est une enzyme spécifique du substrat à deux niveaux : la longueur de la chaîne et le degré 
d’insaturation. C’est donc la KS qui sera spécifiquement visée par le terme « d’élongase » [49]. 
Notons enfin que les deux réductases nécessitent le concours d’équivalents réducteurs (NADH 
ou préférentiellement NADPH pour la première, NADPH pour la seconde) et d’une chaîne de 
transport d’électrons (cytochrome b5/cytochrome P450 réductase) [34]. 
 Il est à noter qu’à côté des étapes limitantes propres au système Des/Elo, trois autres 
éléments peuvent potentiellement limiter la synthèse des HUFA : 
• la disponibilité en malonyl-CoA (synthétisé par l’acétyl-CoA carboxylase) ; 
• la disponibilité en équivalents réducteurs de type NADH ou NADPH (synthétisés par la 
glucose-6-phosphate déshydrogénase ou la malate déshydrogénase) ; 
• l’absence des enzymes impliquées dans la voie de synthèse (tant au niveau génomique 
que protéomique), justifiant certains besoins alimentaires [61]. 
Par ailleurs, vis-à-vis du substrat, les enzymes métabolisant les PUFA présentent une préférence 
pour les substrats de la série des w3, engendrant un biais dans le ratio tissulaire w3:w6 [62]. 
4.2.3. Besoins alimentaires en acides gras essentiels 
 Tous les organismes n’ont pas les mêmes besoins en acides gras17 et tous n’ont pas la 
même capacité à synthétiser ceux qui leur sont nécessaires. 
 Ainsi, contrairement aux animaux, les plantes sont capables de synthétiser tous les 
acides gras dont elles ont besoin (SFA, MUFA, PUFA). En revanche, elles sont dépourvues de 
HUFA – les quelques exceptions (par exemple Borago officinalis) concernent exclusivement la 
formation des graines [35]. On retrouvera donc chez ce groupe d’organismes les activités de 
désaturation responsables des voies de synthèse SFA a MUFA et MUFA a PUFA. Au 
contraire, les désaturations associées aux réactions PUFA a HUFA et HUFA a VLC-PUFA 
seront absentes. 
 A l’opposé des plantes, les poissons (et de manière générale, tous les vertébrés) ont un 
besoin alimentaire absolu pour les w3/w6-PUFA, étant dépourvus des désaturases responsables 
de la synthèse du LA et de l’ALA (présentes seulement chez quelques espèces d’animaux, 
comme par exemple Caenorhabditis elegans). Il n’en va pas de même pour les HUFA, puisque 
seules les espèces marines requièrent un apport alimentaire en C20 (AA et EPA) et C22 (DHA) 
(Tableau 1-7). Cette nécessité est le résultat d’un régime exclusivement carnivore et d’une 
adaptation à l’abondance des PUFA et HUFA dans les réseaux trophiques des mers et océans 
[61]. En effet, la grande majorité des poissons marins (y compris ceux utilisés en aquaculture) 
sont piscivores et se nourrissent d’espèces plus petites, elles-mêmes consommatrices de 
 
 
16 En membrane du REL. Dans les peroxysomes, c’est l’ER qui est l’enzyme limitante [60]. 
17 Ces besoins ont été déterminés par analyse de la composition lipidique des différents tissus (contenu en valeur 
absolue, ratios, types de lipides présents, …) à différents stades (œufs, larves, juvéniles, adultes) en rapport avec 
différents régimes alimentaires carencés et leurs éventuelles pathologies subséquentes. 
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Tableau 1-7. Besoins alimentaires en acides gras essentiels (EFA) de quelques espèces de 
poissons dulcicoles et marins [23]. 
Espèce EFA ou série 
Besoin 
(% de matière sèche) 
Espèces dulcicoles 
  
Truite arc-en-ciel (Oncorhyncus mykiss) 18:3n-3 0,7–1,0 
n-3 HUFA 0,4–0,5 
Saumon du Pacifique (Oncorhyncus keta) 18:2n-6 & 18:3n-3 1,0 de chaque 
Saumon coho (Oncorhyncus kisutch) 18:2n-6 & 18:3n-3 1,0 de chaque 
Saumon du Japon (Oncorhyncus masou) 18:3n-3 ou n-3 HUFA 1,0 
Omble chevalier (Salvelinus alpinus) 18:3n-3 1,0–2,0 
Carpe commune (Cyprinus carpio) 18:2n-6 1,0 
18:3n-3 0,5–1,0 
Carpe chinoise (Ctenopharyngodon 
idella) 
18:2n-6 & 18:3n-3 1,0 & 0,5 
Tilapia zilli (Oreochromis zilli) 18:2n-6 1,0 
Tilapia du Nil (Oreochromis niloticus) 18:2n-6 0,5 
Anguille du Japon (Anguilla japonica) 18:2n-6 & 18:3n-3 0,5 de chaque 
Ayu (Plecoglossus altivelis) 18:3n-3 ou 20:5n-3 1,0 
Chanos (Chanos chanos) 18:2n-6 & 18:3n-3 0,5 de chaque 
Barbue de rivière (Ictalurus punctatus) 18:3n-3 1,0–2,0 
n-3 HUFA 0,5–0,75 
Lavaret (Coregonus laveratus) n-3 HUFA 0,5–1,0 
18:3n-3 >1,0 
Silure glane (Silurus glanis) 18:3n-3 1,0 
Espèces marines 
  
Turbot (Scophthalmus maximus) n-3 HUFA 0,8 
AA ∼0,3 
Dorade japonaise (Pagrus major) 20:5n-3 ou n-3 HUFA 0,5 
20:5n-3 1,0 
22:6n-3 0,5 
Daurade royale (Sparus aurata) n-3 HUFA 0,9 (DHA:EPA = 1) 
n-3 HUFA 1,9 (DHA:EPA = 0,5) 
DHA:EPA 0,5 
Carangue dentue (Pseudocaranx dentex) 22:6n-3 1,7 
Bar commun (Dicentrarchus labrax) n-3 HUFA 1,0 
Limande jaune (Pleuronectes ferrugineus) n-3 HUFA 2,5 
Sargue doré (Rhabdosargus sarba) n-3 HUFA 1,3 
Sébaste de Corée (Sebastes schlegelii) n-3 HUFA 0,9 
EPA ou DHA 1,0 
Ombrine ocellée (Sciaenops ocellatus) n-3 HUFA 0,5–1,0 (DHA:EPA = 1) 
zooplancton, lequel prélève les EFA directement du phytoplancton, producteur primaire  
synthétisant de novo les PUFA et les HUFA. L’abondance de ces derniers dans les algues18 
 
18 Protistes ou plantes inférieures en fonction de l’espèce. 
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marines (plus de 20 % des acides gras totaux) permet d’assurer un apport suffisant en acides 
gras essentiels même à une espèce herbivore, qui n’a de ce fait qu’un besoin faible (voire nul) de 
convertir les PUFA en HUFA [63]. En eaux douces, les C18 (LA et ALA) sont plus abondants 
que les C20, y compris dans les algues19 et les invertébrés, d’où la capacité des espèces dulcicoles 
(comme par exemple P. fluviatilis, Oreochromis niloticus, Oncorhynchus mykiss, Chirostoma estor, 
Danio rerio, …), généralement herbivores ou omnivores, à convertir les PUFA en HUFA20. Le 
même constat peut être dressé pour les espèces anadromes 21  (comme Salmo salar) et 
euryhalines22  (par exemple Siganus canaliculatus) [23]. Le brochet (Esox lucius) constitue une 
exception notable : étant un poisson dulcicole exclusivement piscivore (superprédateur au 
sommet de la chaîne alimentaire), il se révèle incapable de convertir les PUFA en HUFA [64]. 
 Cette adaptation au régime alimentaire et au milieu de vie est perceptible au niveau 
moléculaire. Ainsi, chez les poissons d’eau douce, toutes les enzymes concernées par le 
métabolisme des HUFA seraient présentes, au contraire des poissons marins qui montrent une 
capacité de biosynthèse de novo limitée, soit à cause d’une répression des acteurs enzymatiques, 
soit à cause de leur absence [36,65,66]. 
 Il est à noter que, malgré la ségrégation apparente PUFA/plantes et HUFA/animaux, 
l’ensemble de la voie de synthèse SFA a MUFA a PUFA a HUFA peut se rencontrer chez 
divers organismes, tels que les plantes inférieures (Ostreococcus tauri), les champignons 
(Mortierella alpina), divers protistes (Isochrysis galbana, Thraustochytrium spp., …) mais aussi 
certains invertébrés (C. elegans, insectes) et plantes supérieures (B. officinalis, Anemone leveillei). 
De plus, chez ces dernières, la frontière s’estompe encore un peu plus avec la construction 
d’organismes génétiquement modifiés, comme Arabidopsis thaliana, Brassica juncea, B. napus, B. 
carinata, Camelina sativa ou encore Glycine max, dont les graines sont désormais capables de 
produire de l’AA, de l’EPA et du DHA grâce à des désaturases et des élongases d’origines 
diverses (protistes, algues, champignons, plantes inférieures, poissons, …) [67–69]. 
4.3. Désaturases d’acides gras 
4.3.1. Classification des FAD 
 Les désaturases d’acides gras (FAD) se caractérisent par leur extraordinaire diversité. Ce 
faisant, il existe plusieurs approches afin de les classer : en fonction du type d’estérification du 
substrat, de la nature du système redox associé, de la solubilité des enzymes, de leur localisation 
subcellulaire ou de leur régiosélectivité [45,70]. 
 Les acides gras peuvent se présenter sous trois formes : complexés au coenzyme A (acyl-
CoA), estérifiés à un phospholipide (acyl-lipide) ou thioestérifiés à une acyl carrier protein (acyl-
ACP). Les acyl-CoA désaturases se retrouvent généralement chez les animaux et les 
champignons, les acyl-lipide désaturases chez les plantes, les protistes et les cyanobactéries, 
tandis que les acyl-ACP désaturases sont spécifiques des plastes23 [45]. 
 
19 Protistes ou plantes inférieures en fonction de l’espèce. 
20 Notons toutefois que les besoins alimentaires en acides gras essentiels de la perche ne sont pas connus. 
21 Espèces initiant leur cycle de vie dans les rivières avant de rejoindre la mer. 
22 Espèces capables de supporter de grandes variations de salinité de l’eau environnante. Il s’agit typiquement 
d’espèces d’eaux saumâtres (estuaires par exemple). 
23 Organite cellulaire d’eucaryotes végétaux tels que les algues et les plantes, à l’exclusion des champignons et des 
protistes. Il en existe différentes sortes : chloroplaste (permet la photosynthèse), chromoplaste (contient des 
pigments de type caroténoïdes), amyloplaste (stocke de l’amidon), … 
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 Toutes les désaturases nécessitent la présence d’un système redox pour fonctionner, 
dont le donneur d’électron correspond soit au cytochrome b5 (NADH-dépendant ; REL des 
eucaryotes), soit à la ferrédoxine (NADPH-dépendant ; cyanobactéries et plastes). 
 Les désaturases sont soit solubles (cas unique des acyl-ACP désaturases présentes dans le 
stroma24 des plastes), soit intégrées en membrane du réticulum endoplasmique ou des plastes. 
 Du point de vue de la régiosélectivité, les FAD « incorporent » une double liaison soit 
au milieu d’une chaîne saturée (« primo-désaturases »), soit à partir du carbone terminal 
(« methyl-end »), soit entre le groupement carboxylique et une double liaison préexistante (« front-
end »). 
4.3.2. Origine et diversité des FAD 
 Les w6- et w3-HUFA peuvent êtres synthétisés suivant plusieurs voies et font intervenir 
au total huit types de désaturation25 : D4, D5, D6, D8, D9, w6/D12, w3/D15, w3/D17 (Figure 1-
9). Du point de vue évolutif, la famille des désaturases s’est diversifiée avant la radiation des 
eucaryotes26. Ainsi, trois sous-familles ont été identifiées, au sein desquelles la divergence est 
basée sur la phylogénie plutôt que sur la fonction : les primo-désaturases, les désaturases de type 
« methyl-end » et celles de type « front-end » (Figure 1-12 ; Tableau A-127) [71,72]. 
 Les primo-désaturases, dont la stéaryl-CoA désaturase (SCD/D9D) et les acyl-ACP 
désaturases solubles, sont les seules désaturases du groupe à insérer une double liaison au 
milieu d’une chaîne aliphatique saturée. Ainsi, la SCD/D9D, présente chez tous les organismes, 
est l’étape limitante de la synthèse des MUFA (et donc des PUFA et HUFA) [50]. Etant donné 
son universalité et sa position dans la voie de synthèse des acides gras insaturés, il semblerait 
que la SCD/D9D soit l’ancêtre commun de l’entièreté de la famille des désaturases. Deux 
clades 28  ont été identifiés : l’un comprenant les cyanobactéries et les plantes, l’autre les 
champignons et les animaux [73]. Il est à noter que le groupe des acyl-ACP désaturases solubles 
n’a aucun lien évolutif avec les autres FAD [74]. 
 Les désaturases de type « methyl-end » (MED), dont font partie les w6/D12, w3/D15 et 
w3/D17 désaturases, absentes chez les champignons et les animaux à quelques exceptions près 
(par exemple M. alpina, C. elegans, Periplaneta americana ou Acheta domesticus), insèrent une 
double liaison à respectivement 6 et 3 carbones de l’extrémité méthyl-terminale [57]. Les MED 
résultent d’une diversification de la SCD/D9D chez les eucaryotes, la w6/D12 étant 
vraisemblablement la première à avoir émergé (étape limitante de la synthèse des PUFA). Trois 
clades ont été identifiés : 1°) la D12D soluble présente chez les cyanobactéries et les plastes (qui 
partagent une origine commune), 2°) la D12D microsomale29 des plantes et des champignons, 
et 3°) la D15D des cyanobactéries (soluble), des plantes (soluble et microsomale), des 
champignons (microsomale) et des animaux (microsomale) [75]. 
 Les désaturases de type « front-end » (FED), présentes de manière variable chez de 
nombreuses espèces (protistes, champignons, animaux mais généralement absentes chez les 
 
24 Equivalent du cytosol chez les plastes. 
25 Il est à noter qu’une même enzyme peut prendre en charge une (monofonctionnelle) ou plusieurs activités de 
désaturation (généralement bifonctionnelle). 
26 Emergence des différents groupes d’organismes eucaryotes, tels que les plantes, les champignons, les animaux, … 
27 Voir Annexes. 
28 Groupe d’organismes comprenant un ancêtre commun et la totalité de ses descendants. 
29 Insérée en membrane du REL. 
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plantes), assurent les activités de désaturation D4, D5, D6 et D830, c’est-à-dire qu’elles insèrent 
une double liaison à respectivement 4, 5, 6 ou 8 carbones de l’extrémité carboxyl-terminale, 
conduisant à la synthèse des HUFA. Les FED proviennent elles aussi d’une spécialisation de la 
SCD/D9D chez les animaux, les champignons et divers protistes. Trois clades ont été 
identifiés : 1°) les FED des animaux, 2°) les FED de certains champignons, de certains 
invertébrés (comme C. elegans) et de quelques plantes (comme B. officinalis), et 3°) les FED des 




Figure 1-12. Phylogénie des désaturases d’acides gras [71]. 
  
 
30 Ces deux dernières activités de désaturation sont réalisées par la même enzyme. En effet, les paires de carbones 6-
7 d’un C18 et 8-9 d’un C20 correspondent à la même liaison, à savoir celle qui se trouve à 11-12 carbones de 
















































There are four large branches, labeled by (a) for the First subfamily, (b) for Omega, (c) for Front-end, and (d) 
for Sphingolipid.  Each branch includes four types of eukaryotic kingdoms, indicated by colored arcs.  Gray 
circles, distributed in the First subfamily (a), indicate sequences containing it in the C-terminus region whereas 
black circles, distributed in the Front-e d subfamily (c), indicate sequences containing a cytochrome b5 
domain in the N-terminus region.  All sequences are assigned to a number, which corre pond to a number listed 
in Supplem ntal Dat  1 for access to original data.  Characterized sequences are indicated with asterisks and 
their regioselectivities.
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4.3.3. Caractéristiques structurales et fonctionnelles des FED 
 Les FED sont des enzymes transmembranaires du REL31 comportant 1°) 4 hélices a 
transmembranaires32, 2°) un domaine cytochrome b5 fusionné à leur extrémité N-terminale 
(incluant le motif de liaison à l’hème HPGG)33, 3°) un site actif comprenant deux ions Fe3+ et 
4°) huit résidus histidine regroupés en « boîtes His » (HDxGH, HxxHH et QxxHH)34 [57]. Le 
site actif, le cytochrome fusionné et les extrémités N- et C-terminales sont orientés vers le 
cytosol. Toutes les FED utilisent la voie des cytochromes comme système redox et un acyl-CoA 
comme précurseur (PUFA ou HUFA), insérant une double liaison à n carbones de l’extrémité 
carboxyl-terminale. Les acides gras ainsi synthétisés comportent donc de multiples liaisons 
doubles de type « methylene-interrupted » en configuration cis. Chez les vertébrés, les désaturases 
« front-end » présentent une régiosélectivité très spécifique vis-à-vis de leur substrat, 
contrairement aux invertébrés et aux protistes [76]. 
4.3.4. FED chez les poissons 
 Chez les poissons, plusieurs FED ont été identifiées. La plus fréquemment rapportée est 
la D6D, présente chez les espèces dulcicoles [77–84], marines [81,85–97], anadromes [98–100] 
et catadromes [101,102]. Jusqu’à présent, la D5D n’a été isolée que chez les salmonidés (O. 
mykiss, S. salar) [84,103] et la D4D que chez Solea senegalensis [104]. Des désaturases 
bifonctionnelles ont également été identifiées : une D4D5D chez S. canaliculatus [105], une 
D5D6D chez Channa striata [106], C. estor [107], D. rerio [108], O. niloticus [109] et S. canaliculatus 
[105,110], une D6D8D chez Arapaima gigas [111], Lates calcarifer [112] et Paralichthys olivaceus 
[89]. 
 D’un point de vue structural, les désaturases de poisson comprennent l’ensemble des 
motifs conservés évoqués plus haut (hélices a transmembranaires, cytochrome b5 fusionné, 
boîtes His)35. Leur séquence varie de 444 à 454 acides aminés (444 chez les espèces dulcicoles, 
445-447 chez les marines et 454 chez les salmonidés) [113]. 
 D’un point de vue fonctionnel, la D6 désaturase intervient deux fois au cours de la 
synthèse des HUFA : lors de la désaturation des C18 et des C24 (Figure 1-9). La D5D, quant à 
elle, ne désature que les C20. Dans un cas comme dans l’autre, elles affichent une préférence 
pour les acides gras de la série w3. En outre, la D6D des espèces dulcicoles présente une plus 
forte activité dans le foie que dans le cerveau, contrairement aux espèces marines, dont le rôle 
principal est le maintien d’un niveau optimal en DHA dans les tissus nerveux [20]. 
 
31 La localisation a été déterminée par isolation des protéines à partir de la fraction cellulaire microsomale et 
reconstitution du système en liposomes (à la fois pour les désaturases SCD/D9D et D6D) [58,155,156] dans un 
premier temps, par des expériences d’immunofluorescence et/ou d’expression cellulaire ectopique dans un second 
temps (seulement pour la SCD/D9D) [157,158]. 
32  La présence d’hélices a transmembranaires est principalement basée sur l’établissement d’un profil 
d’hydropathie (à la fois pour les désaturases SCD/D9D et FED) [111,157–161]. 
33 La présence d’un domaine cytochrome b5 fusionné a été déterminée expérimentalement par alignement de 
séquences entre des désaturases issues d’organismes phylogénétiquement éloignés (protistes, plantes, champignons, 
animaux) [162,163]. L’importance de ce domaine et son implication dans la mécanistique réactionnelle ont été 
déterminées par des expériences de reconstitution du système en liposomes et de construction de protéines 
chimériques chez des champignons (SCD/D9D) et des mammifères (SCD/D9D et D6D) [58,59,155,156,161,164]. 
34 La conservation de ces résidus, leur importance et leur implication dans la mécanistique réactionnelle ont été 
déterminées expérimentalement par alignement de séquences d’une part, et par des expériences de mutagenèse 
dirigée et de construction de protéines chimériques d’autre part (D9-S-ACP-DES, SCD/D9D, D12D15D et D6D) 
[71,158,159,165–170]. 
35 Informations inférées par alignement de séquences. 
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 Contrairement aux mammifères, qui affichent des groupes bien séparés pour les 
différentes lignées de désaturases, les FED de poissons se ségrègent suivant les relations 
phylogénétiques entre groupes d’espèces (Cypriniformes, Salmoniformes, Gadiformes, 
Perciformes et Pleuronectiformes). Ainsi, à titre d’exemple, la D5D6D de S. canaliculatus 
(Perciformes) est plus proche de la D4D de cette même espèce que de la D5D6D de D. rerio 
(Cypriniformes) (Figure 1-13) [62]. 
 
Figure 1-13. Phylogénie des FED chez les poissons [114]. 
4.4. Elongases d’acides gras à longue chaîne 
4.4.1. Systèmes d’élongation 
 Il existe plusieurs systèmes d’élongation des acides gras, impliquant différents 
intervenants « KS-like » (FAS, KAS, PKS-like, ELO, FAE-like, CER-like) [49,52–55,115] et 
substrats (acétyl-CoA/malonyl-ACP pour les trois premiers systèmes et acétyl-CoA/malonyl-
CoA pour les trois suivants). Comme déjà évoqué, le terme générique « élongase » concerne la 
b-cétoacyl synthase (KAS, ELO, FAE-like, CER-like), qui est responsable de l’élongation et de la 
spécificité de l’acide gras (en terme de longueur de chaîne et de degré d’insaturation) – cette 
spécificité en fait donc l’enzyme limitante du système [53]. 
 Chez les poissons (et les vertébrés de manière générale), les HUFA sont métabolisés via 
le système ELO par une KS de type ELOVL. Dans la suite de ce travail, c’est sur ce système 
d’élongation que nous nous focaliserons. 
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4.4.2. Origine et diversité des ELO(VL) 
 Chez les champignons et les invertébrés, diverses élongases ont été identifiées, toutes 
appartenant au système ELO. Etant donné la diversité de leurs fonctions, de leurs substrats et 
de leurs produits, il n’est malheureusement pas possible de faire un parallèle entre celles-ci et 
celles des vertébrés, dont la nomenclature a été standardisée et uniformisée afin de construire le 
« sous-système ELOVL » que nous développons ci-après (Tableau A-236). 
 
Figure 1-14. Phylogénie des élongases d’acides gras à longue chaîne [71]. 
 Chez les vertébrés, sept élongases de type ELOVL ont été identifiées. ELOVL1, 
ELOVL3, ELOVL6 et ELOVL7 sont responsables de l’élongation des SFA et des MUFA, 
tandis que les PUFA sont métabolisés par ELOVL2, ELOVL4 et ELOVL5 (Figure 1-9) [116]. 
L’existence de ces deux grands groupes reflète le processus évolutif subi par la famille ELOVL, à 
savoir d’une part la séparation précoce des élongases SFA/MUFA et PUFA/HUFA, d’autre 
part la spécialisation de ces mêmes élongases au sein des grands groupes biologiques (Figure 1-
14 ; Tableau A-2) [71]. Chez les poissons, ces élongases forment 3 groupes : ELOVL1/7, 
ELOVL2/4/5 et ELOVL6. Au sein de chaque groupe, les ELOVL semblent avoir divergé d’un 
ancêtre commun juste après un événement de duplication totale du génome37 (whole genome 
 
36 Voir Annexes. 
37 Ces événements duplicatifs sont responsables de néofonctionnalisations, telles que celles observées chez les 
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Supplemental Data 2-4: The NJ tree of elongase sequences.   
The subfamilies are labeled by (a) for the S/MUFA subfamily and (b) for the PUFA subfamily.  
Characterized sequences are indicated with asterisks and their substrate specificities.  
Sequential numbers and colored arcs are the same as that in Supplemental Data 2-1. 
 
Chapitre 1 – Mise en contexte 
 24 
duplication – « WGD ») et juste avant l’explosion radiative des vertébrés. En effet, toutes les 
ELOVL5 sont plus proches les unes des autres que deux ELOVL au sein d’une même espèce 
(Figure 1-15) [117,118]. 
 
Figure 1-15. Phylogénie des ELOVL chez les poissons [117]. 
4.4.1. Caractéristiques structurales et fonctionnelles des ELO(VL) 
 Les élongases ELO(VL) sont des enzymes transmembranaires du REL38  comportant 
plusieurs hélices a39, un signal de rétention au RE dans la région C-terminale (KKxx ou RKxx) 
et 4 motifs conservés : une boîte KEDT (KxxExxDT), une boîte His (QxxFLHxYHH), une boîte 
 
38  La localisation a été déterminée par des expériences d’immunofluorescence et/ou d’expression cellulaire 
ectopique [119,171,172]. 
39 La présence d’hélices a transmembranaires est principalement basée sur la présence d’acides aminés de nature 
lipophile dont le nombre ne fait pas consensus dans la littérature [62,137]. 
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Tyr (NxxxHxxMYxYY) et une boîte Gln (TxxQxxQ)40 [119]. De même que les désaturases FED, 
les élongases ELO(VL) utilisent un acyl-CoA comme substrat, qui correspond en fait au 
PUFA/HUFA désaturé par les premières. Chez les vertébrés, les ELOVL présentent une faible 
spécificité au substrat, ne le discriminant ni sur base de sa longueur, ni sur le nombre de 
doubles liaisons [53]. 
4.4.2. ELOVL chez les poissons 
 Six des sept ELOVL actuellement décrites ont été identifiées chez les poissons – 
l’absence d’ELOVL3 pourrait s’expliquer en raison de son implication au niveau du tissu 
adipeux brun, absent chez les organismes poïkilothermes41  [117]. ELOVL2, 4 et 5 ont été 
identifiées chez des espèces dulcicoles [78,79,82,107,108,120–125], marines [88,89,95–
97,104,117,126–132], anadromes [98,103,133–135] et catadromes [101,102,136]. 
 D’un point de vue structural, toutes les ELOVL des poissons présentent les 
caractéristiques conservées évoquées plus haut (hélices a transmembranaires, signal de 
rétention au RE, quatre boîtes spécifiques)42. Leur séquence varie de 288 à 294 acides aminés 
[137]. 
 D’un point de vue fonctionnel, ELOVL2 présente chez les poissons une préférence 
pour les C20 et C22 (avec une affinité « résiduelle » pour les C18) et ELOVL5 pour les C18 et 
C20 (avec une affinité « résiduelle » pour les C22) – contrairement aux mammifères, chez 
lesquels la préférence vis-à-vis de l’acide gras est exclusive [119]. ELOVL4, quant à elle, n’est 
présente que dans un nombre restreint de tissus (cerveau, yeux, gonades) et montre une activité 
exclusivement envers les C22 de la série w3 (impliqués dans la synthèse de DHA, très présents 
dans ces tissus) [125]. De même que les désaturases, les élongases affichent une préférence pour 
les acides gras de la série w3 [137]. 
5. La synthèse des acides gras dans le système désaturases/élongases comme sujet d’étude 
 La synthèse des acides gras est un processus biochimique complexe dans lequel plusieurs 
systèmes non exclusifs se côtoient (Des/Elo, FAS II, PKS-like, PUFA synthase). Celui basé sur 
l’association de désaturases et d’élongases d’acides gras est de loin le plus répandu et le plus 
étudié, comme en atteste le nombre croissant de séquences isolées et identifiées chez une 
grande variété d’organismes, allant des bactéries aux mammifères. Cependant, des zones 
d’ombre persistent, tant sur la structure des acteurs enzymatiques que sur la mécanistique des 
voies de synthèse. Ainsi, seule la stéaryl-CoA désaturase (SCD/D9D) dispose d’une structure 
tridimensionnelle déterminée expérimentalement, confirmant l’organisation en quatre hélices 
a transmembranaires des primo-désaturases membranaires (Tableau A-1). En revanche, aucune 
donnée sur la masse moléculaire, le point isoélectrique, la présence d’un éventuel peptide signal 
ou encore la définition du site catalytique n’est rapportée dans la littérature. Concernant les 
élongases, l’organisation membranaire de ces protéines ne fait pas consensus et l’absence de 
 
40 La conservation de ce signal d’adressage et de ces motifs a été déterminée expérimentalement par alignement de 
séquences entre des élongases issues d’organismes phylogénétiquement éloignés (protistes, champignons, animaux) 
[49,71,124]. L’importance des acides aminés présents et leur implication dans la mécanistique réactionnelle ont été 
déterminées par des expériences de mutagenèse dirigée et de construction de protéines chimériques chez des 
eucaryotes unicellulaires [173–175] et chez la souris en ce qui concerne la boîte His de l’élongase ELOVL4 [176]. 
41 Organismes ne contrôlant pas leur température corporelle. 
42 Informations inférées par alignement de séquences. 
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structures (théoriques ou expérimentales) ne permet pas de proposer de mode d’interaction 
enzyme-substrat ou d’association entre les deux composantes du système Des/Elo (Tableau A-2). 
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 Cette étude s’inscrit dans la problématique générale de l’approvisionnement des 
populations humaines en ressources alimentaires et plus spécifiquement dans celle du 
développement de l’aquaculture comme alternative à la pêche. Si l’étude des besoins nutritifs des 
différentes espèces est une thématique historique, la durabilité ou « soutenabilité » à long terme 
du secteur aquacole est relativement récente et porte principalement sur l’origine des aliments. 
Ainsi, l’apport en ressources lipidiques sous forme de farines et d’huiles d’espèces issues de la 
pêche à destination d’espèces issues de l’aquaculture ne manque pas de poser question quant à 
sa durabilité – voire à sa finalité en tant qu’alternative. Le remplacement des farines et huiles 
d’origine animale par des farines et huiles d’origine végétale est une solution privilégiée pour 
autant que la qualité de la nourriture à destination de l’alimentation humaine soit équivalente – 
ce qui implique de sélectionner des organismes présentant une profil nutritif similaire à celui 
rencontré actuellement dans les produits issus de la pêche et des méthodes d’aquaculture 
« traditionnelles ». Dans ce cadre, la perche commune est un bon candidat, cette espèce se 
révélant capable de métaboliser les acides gras présents dans les végétaux (PUFA) en acides gras 
essentiels d’intérêt nutritif pour l’homme (HUFA). Dans ce contexte, il est essentiel de 
comprendre le mécanisme d’action des enzymes impliquées dans le métabolisme des nutriments, 
dans le but de proposer de nouvelles formulations alimentaires ayant l’impact le plus limité 
possible sur la qualité d’une nourriture à destination des populations humaines. 
 L’objectif général de ce travail est donc la caractérisation structurale d’une désaturase de 
type FED et d’une élongase de type ELOVL, toutes deux impliquées dans le métabolisme 
lipidique de la perche commune (Perca fluviatilis Linnaeus, 1758), afin de déterminer les 
fondamentaux moléculaires sous-tendant la voie de synthèse des acides gras longs polyinsaturés 
(HUFA) chez les poissons et de proposer les premiers modèles structuraux et mécanistiques de 
ces deux familles d’enzymes chez les animaux. 
2. Stratégie 
 La stratégie mise en place afin de caractériser ces enzymes consiste à combiner des 
méthodes complémentaires expérimentales et théoriques. 
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 La partie expérimentale se base sur une approche génétique et nous permettra d’isoler et 
d’identifier les séquences nucléotidique et peptidique des protéines d’intérêt1. Les bases de 
données ne répertoriant aucune séquence de désaturase ou d’élongase provenant de P. fluviatilis, 
il sera d’abord nécessaire d’isoler celles-ci à partir d’individus élevés pour cette occasion. Une 
série d’amplifications des FED et ELOVL cibles sera donc réalisée via trois étapes de PCR 
successives afin d’obtenir in fine leurs séquences complètes, c’est-à-dire du codon START au 
codon STOP. Une fois celles-ci obtenues et après traduction des codons nucléotidiques en acides 
aminés, une analyse in silico par alignement de séquences et construction d’arbres 
phylogénétiques permettra l’identification des FED et ELOVL ciblées. 
 La partie théorique, basée sur les séquences obtenues expérimentalement, nous permettra 
de proposer une structure secondaire et/ou tertiaire des acteurs-clés de la synthèse des HUFA, 
ainsi que plusieurs modes d’interaction avec un substrat potentiel de type PUFA. Dans un 
premier temps, la structure secondaire sera analysée en termes de conformation (hélices a, 
feuillets b, …) et d’hydropathie (localisation des domaines membranaires). Cette analyse inclura 
également les informations relatives à la localisation, l’adressage et l’orientation en membrane. 
Dans un deuxième temps, la structure tertiaire sera modélisée in silico à l’aide de plusieurs 
méthodes complémentaires de prédiction. Cette structure sera ensuite insérée dans une 
membrane phospholipidique et finalement testée d’un point de vue dynamique. Dans un dernier 
temps, l’interaction enzyme-substrat sera modélisée par amarrage moléculaire à partir de la 
structure tridimensionnelle obtenue précédemment. L’approche théorique est privilégiée par 
rapport à une approche expérimentale (incluant la surproduction, la purification, la cristallisation 
et la caractérisation biophysique des protéines d’intérêt) en raison du caractère membranaire des 
enzymes étudiées, réputées « difficiles » à isoler dans leur conformation native et dont la 




1 Il est à noter que la détermination de la fonction de ces protéines a été réalisée par ailleurs dans le cadre d’un projet 
FNRS-FRFC (#6.8073.70) dans lequel le présent travail s’inscrit en partie. 
2 Voir par exemple : (1) P.J. Booth, P. Curnow, Folding scene investigation: membrane proteins, Curr. Opin. Struct. 
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 Ce chapitre présente l’isolation et l’identification des séquences nucléotidique et 
peptidique d’une désaturase de type FED et d’une élongase de type ELOVL impliquées dans la 
voie de synthèse des acides gras longs polyinsaturés chez P. fluviatilis (voir Figure 1-9). Le 
matériel biologique (acides nucléiques) a été extrait du foie d’individus juvéniles avant de subir 
plusieurs étapes d’amplification en chaîne par polymérase (PCR)1. Les amplicons obtenus ont 
ensuite été séquencés, traduits en acides aminés et finalement analysés2 in silico sur base de 




1 Seuls les essais fructueux seront développés dans ce chapitre. 
2 Dans un souci de cohérence de l’ensemble de ce travail, une partie des analyses bioinformatiques se rapportant 
aux structures primaire et secondaire des protéines d’intérêt a été développée dans le Chapitre 4 – Modélisation de la 
structure tridimensionnelle des protéines d’intérêt. 
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2. Matériel & méthodes 
2.1. Échantillonnage 
 Cinq juvéniles de P. fluviatilis ont été élevés dans les installations de l’Unité de 
Recherche en Biologie Environnementale & Evolutive (URBE) au sein de l’Université de 
Namur3. Suite à une euthanasie au MS-222 (Sigma-Aldrich, USA), le foie de chaque individu a 
été prélevé et directement stocké à –80°C. 
2.2. Préparation du matériel génétique 
 Les ARN totaux (ARNT) de chacun des foies ont été extraits à l’aide du kit InnuSPEED 
Tissue RNA© (Analytik Jena, Allemagne). Sur base de la concentration en acides nucléiques, 
mesurée à l’aide d’un spectrophotomètre NanoDrop (Thermo Scientific, USA), 20 µg d’ARNT 
ont été traités à la DNase afin d’éliminer l’ADN génomique4 contaminant (Ambion® DNA-
free™ Kit, Life Technologies, USA). Finalement, 1 µg d’ARNT a été rétro-transcrit en ADN 
complémentaire5  (ADNc) grâce au kit RevertAid™ H Minus First Strand cDNA Synthesis 
(Fermentas, Allemagne). 
2.3. Amplification des séquences d’intérêt par PCR 
 Afin d’isoler les transcrits codants pour les protéines d’intérêt, trois séries de PCR ont 
été réalisées successivement (dégénérée, RACE, FL), chacune précédée par une étape de 
conception d’amorces. Celle-ci est nécessaire car elle permet d’initier la réaction de néo-
synthèse effectuée par l’ADN polymérase. 
2.3.1. PCR dégénérée 
 Les séquences d’intérêt n’étant pas référencées dans les bases de données génétiques, 
une étape de PCR dégénérée est nécessaire afin de les isoler au sein du génome cible. Les 
amorces dites « dégénérées » sont un mélange de plusieurs combinaisons obtenu suite à un 
alignement multiple de séquences orthologues6 provenant de la base de données NCBI (NLM – 
NIH, USA) réalisé à l’aide du programme ClustalW (EMBL – EBI, UK) (Tableau 3-1) [1]. Les 
espèces ont été choisies sur base de trois critères : 
• le référencement d’une séquence cible (désaturase ou élongase) dans NCBI ; 
• la parenté (dans notre cas, les poissons téléostéens7), dans le but d’éviter les amorces 
trop dégénérées ; 
• la diversité phylogénétique, c’est-à-dire la sélection d’espèces appartenant à des groupes 
différents (ici, parmi les Teleostei, les Cypriniformes, les Salmoniformes et les 
 
3  Protocole FUNDP KE 12/169 approuvé par la Commission d’éthique en expérimentation animale de 
l’Université de Namur. Pour les conditions d’élevage, voir [12]. 
4  ADN présent au sein du noyau (majoritairement) et comprenant des exons (codants) et des introns (non 
codants). 
5 ADN obtenu par rétro-transcription de l’ARNm et ne comprenant donc que des exons. 
6 Séquences descendant d’une séquence unique présente dans le dernier ancêtre commun aux espèces considérées. 
7  Les Teleostei regroupent la presque totalité des poissons osseux actuels, les exceptions notables étant les 
cœlacanthes, les dipneustes, les polyptères, les esturgeons et les lépisostés. 
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Perciformes), afin de favoriser au maximum la localisation des amorces dans les zones 
conservées des séquences. 
La conception des amorces a été réalisée grâce aux programmes Primer3 (Howard Hughes 
Medical Institute & NHGRI – NIH, USA) et MacVector (MacVector Inc., USA) [2]. 
Tableau 3-1. Numéro d’accès GenBank des séquences orthologues utilisées pour la 
conception d’amorces PCR dégénérées. 
Ordre Espèce Désaturase d’acide gras Elongase 
Cypriniformes Danio rerio NP_571720 AAN77156 
Cyprinus carpio AAG25711 AER39746 
Salmoniformes Salmo salar AF478472 NP_001117039 
Oncorhynchus mikiss AF301910 AAV67803 
Perciformes Sparus aurata AAL17639 AAT81404 
Dicentrarcus labrax ACD10793 CBX53576 
 L’amplification a été effectuée sur base d’un mélange de 50 µL contenant 1 µL d’ADNc 
issu de chacun des cinq foies utilisés grâce au kit Advantage® 2 Polymerase Mix (Clontech, 
USA). Les conditions (température, durée et nombre de cycles) de dénaturation, d’hybridation 
et d’élongation ont fait l’objet d’un criblage. Celui-ci est particulièrement important dans le cas 
de la température, puisque la fonctionnalité du couple d’amorces est presqu’exclusivement 
conditionnée par une température de fusion spécifique. L’amplicon 8  obtenu a ensuite été 
déposé sur gel d’agarose 1,2 %, purifié avec le kit High Pure PCR Product Purification (Roche 
Applied Science, Allemagne), restreint avec les enzymes de restrictions Nde I (extrémité 5’) et 
BamH I (extrémité 3’) (Invitrogen, USA), cloné dans le plasmide9 de stockage pGEM (pGEM® -
T Easy Vector System I, Promega, Allemagne) et transformé en bactéries (E. coli NovaBlue 
Singles Competent Cells, Clonables™ Kit, Novagen, USA). Cette dernière étape a elle aussi fait 
l’objet d’un criblage (via une PCR en bactéries) afin de sélectionner les souches transformées. 
Après incubation, les plasmides ont été extraits à l’aide du kit GenElute™ Five-Minute Plasmid 
Miniprep (Sigma-Aldrich, USA) et envoyés au séquençage (Macrogen Inc., Pays-Bas). 
2.3.2. RACE-PCR 
 L’étape précédente ne permettant d’obtenir qu’une partie de l’ADNc codant pour les 
protéines cibles, la RACE-PCR a comme objectif l’amplification des extrémités non traduites de 
la séquence d’intérêt, appelées respectivement 5’- et 3’-UTR 10 . Il s’agit de deux réactions 
d’amplification séparées, requérant l’utilisation de deux ensembles distincts d’amorces conçues 
à partir de la séquence identifiée lors de la PCR dégénérée. Le premier ensemble permettra 
d’identifier l’extrémité 5’-UTR et le second, la 3’-UTR. Les PCR de chaque amplification ont 
été effectuées à l’aide du kit SMARTer™ RACE cDNA Amplification (Clontech, USA). Les 
amplicons obtenus ont été mis sur gel d’agarose, purifiés, clonés en plasmides, transformés en 
bactéries et finalement envoyés au séquençage comme précédemment. De même que pour la 
PCR dégénérée, les amorces, les températures (de dénaturation, d’hybridation et d’élongation) 
ainsi que les transformations bactériennes ont fait l’objet d’un criblage. 
 
8 Séquence d’ADNc obtenue par PCR. 
9 Molécule d’ADN circulaire permettant de stocker et/ou de « transporter » une séquence spécifique, par exemple 
un amplicon obtenu par PCR. 
10 Portion d’ARNm encadrant la séquence traduite en protéine. La région 5’-UTR se situe en amont du codon 
START et la région 3’-UTR en aval du codon STOP. 
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2.3.3. FL-PCR 
 La FL-PCR est l’ultime étape d’amplification, permettant d’obtenir l’entièreté de 
l’ORF 11  cible. Les amorces FL ont été conçues dans les régions UTR précédemment 
séquencées. La méthodologie employée est identique à celle de la PCR dégénérée. 
2.4. Analyse bioinformatique 
 Les transcrits isolés grâce aux différentes séries de PCR ont été analysés in silico. Leur 
identification a été réalisée avec le protocole BLAST de la base de données NCBI. Les séquences 
en nucléotides ont ensuite été traduites en acides aminés via le programme ExPASy Translate 
tool (Swiss Institute of Bioinformatics, Suisse) et alignées avec leurs orthologues chez d’autres 
espèces de poissons avec le programme MAFFT (CBRC – AIST, Japon) [3,4]. Enfin, des arbres 
phylogénétiques12 ont été construits grâce au programme MEGA5 (Arizona State University, 
USA) [5]. 
3. Résultats & discussion 
3.1. Amplification des séquences d’intérêt par PCR 
 Comme déjà précisé précédemment, les amorces PCR et les conditions d’amplification 
ont fait l’objet d’un criblage. Concernant les amorces, plusieurs couples ont été conçus pour les 
différentes étapes de PCR et seuls ceux présentant l’amplification la plus importante ont été 
sélectionnés (Figure 3-1 à titre d’exemple ; Tableau 3-2). Les conditions de réalisation des 
différentes PCR ont elles aussi fait l’objet d’une optimisation à partir des recommandations 
incluses dans le manuel d’utilisation des différents kits utilisés (Tableau 3-3). Enfin, la sélection 
des colonies bactériennes utilisées ici s’est basée sur le critère de présence/absence de 
l’amplicon attendu (Figure 3-1 à titre d’exemple). 
Figure 3-1. A – Exemple de 
criblage d’amorces par PCR 
dégénérée dans le cas de 
l’amplification de la pfFED. Puits 
L, marqueur moléculaire 100 
bp ; puits 1 à 3, couples 
d’amorces 1 à 3. On remarque 
que le couple 1 n’est pas 
fonctionnel. Les couples 2 et 3 
fournissent tous deux une 
bande, respectivement à 800 et 
500 bp (la taille de l’amplicon 
est fonction du site 
d’hybridation des amorces à la 
séquence-cible). B – Exemple 
de criblage de colonies 
bactériennes par PCR dans le cas de l’amplification de pfELOVL. Puits L, marqueur 
moléculaire 100 bp ; puits 1 à 6, colonies 1 à 6. On remarque que la colonie 2 ne donne 
aucune bande, contrairement aux 5 autres, à 500 bp (taille attendue de l’amplicon). 
 
11 Cadre ouvert de lecture, c’est-à-dire portion d’ADN susceptible d’être traduite en protéine. 
12  Arbres schématiques illustrant les relations de parentés entre les espèces considérées. 
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Tableau 3-2. Amorces des PCR dégénérées, RACE et FL. Tm, température de fusion. 
PCR Amorces Séquence des amorces Tm (°C) 
pfFED 
Deg. Fads-deg-F1 5’-ACVGAGCCSAGCCAGGACC-3’ 66,0 
Fads-deg-R1 5’-KTGATTCATCTGWGTCACCCA-3’ 47,3 
5’-RACE Fads-5'-R1 5’-GCCTCCAGCAGAAGGATGTG-3’ 64,0 
Fads-5'-R2 5’-AGAAGAACAAAGGCCGAGCTCGA-3’ 52,0 
Fads-5'-R3 5’-ATGGTTGCATTTTTGTTTCGGTCC-3’ 48,9 
3’-RACE Fads-3'-F1 5’-CACCATGATTTCCCGCCGTGA-3’ 51,2 
Fads-3'-F2 5’-TGCGCTACCTGTGCTGTTCTATA-3’ 50,2 
Fads-3'-F3 5’-GGTTTGTGTGGGTGACTCAGATG-3’ 52 
FL Fads2-dig-F 5’-CCCAAGCTTATGGGAGGTGGAGGCCAGCT-3’ 62,1 
Fads2-dig-R 5’-GCGGGATCCTCATTTATGCAGATATGCATC-3’ 56,5 
pfELOVL 
Deg. Elovl-deg-F1 5’-YVCTDTGGTGGTAYTAYTTCTC-3’ 46,0 
Elovl-deg-R1 5’-TRTANGTCTKWATGTAGAAGTT-3’ 42,3 
5’-RACE Elo-5'-R1 5’-TAGAAGGACAAGACTGTGAGGCCCAGATTGT-3’ 58,0 
Elo-5'-R2 5’-TACGGCTGCCTGTGTTTCATGTACTTG-3’ 54,6 
Elo-5'-R3 5’-TAGTTGTCGAGCAGCAGCCATCCCTG-3’ 57,6 
3’-RACE Elo-3'-F1  5’-CAGCTTCGTCCACGTTGTGATGTATTC-3’ 54,6 
Elo-3'-F2  5’-GAAGAAGTACATCACACAGTTACAGCTGA-3’ 53,6 
Elo-3'-F3 5’-AAGGGATGGCTGTACTCCCAAACAAG-3’ 54,4 
FL Elvol5-dig-F 5’-CCCAAGCTTATGGAGACCTTTAATCATAA-3’ 52,2 
Elovl5-dig-R 5’-GCGGGATCCTCAATCCACCCTCAGTTTCT-3’ 59,3 
 
Tableau 3-3. Conditions de réalisation des PCR dégénérées, RACE et FL pour pfFED et 
pfELOVL. 
 PCR dégénérée RACE-PCR1 RACE-PCR2/3 FL-PCR 
Dénaturation 
initiale 10 min. à 95°C 5 min. à 94°C 5 min. à 95°C 2 min. à 94°C 
Cycles 37 35 35 37 
Dénaturation 1 min. à 95°C 0,5 min. à 94°C 0,5 min. à 95°C 0,75 min. à 95°C 
Hybridation 1 min. à 52°C 0,30 min. à 68°C 0,5 min. à 52°C 0,75 min. à 55°C 
Elongation 2 min. à 72°C 3 min. à 72°C 1 min. à 68°C 2 min. à 68°C 
Elongation finale 10 min. à 72°C 5 min. à 72°C 5 min. à 68°C 5 min. à 68°C 
3.2. Identification de la nature des transcrits 
 Les différentes séries de PCR ont permis d’amplifier deux transcrits, dont les ORF font 
1338 et 885 paires de bases, codant deux protéines de respectivement 445 et 294 acides aminés 
(Figures 3-2 & 3-3). Après confrontation avec la base de données NCBI, il s’avère que la 
première correspond à une désaturase de type « front-end » (pfFED – GenBank : AIY25022) et la 
seconde à une élongase de type ELOVL (pfELOVL – GenBank : KR360724). 
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Figure 3-3. A – Séquence nucléotidique de pfELOVL. B – Séquence peptidique de pfELOVL. 
3.3. Analyse de la séquence de pfFED 
 L’analyse phylogénétique montre que la désaturase de P. fluviatilis se regroupe avec les 
FED d’autres Perciformes (Epinephelus coioides, Siniperca chuatsi, Dicentrarchus labrax) et de 
manière plus générale, d’espèces marines (Sparus aurata, Scophthalmus maximus, Rachycentron 
canadum, L. calcarifer, Thunnus maccoyii, Gadus morhua) (Figure 3-4). Par ailleurs, pfFED apparaît 
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dans le groupe des désaturases des Teleostei, qui se distingue d’une part de celui des D6D des 
autres vertébrés, et de celui des D5D d’autre part. L’alignement de notre séquence13 avec des 
orthologues d’autres espèces révèle une identité respective de 91 %, 88 %, 87 %, 79 %, 78 % et 
69 % avec la D6D d’E. coioides, S. aurata, S. chuatsi, O. niloticus, S. salar et D. rerio, ainsi que de 
78 % et 77 % avec respectivement la D5D d’O. mykiss et S. salar. 
 
Figure 3-4. Arbre phylogénétique des désaturases D5D et D6D chez les vertébrés (poissons, 
amphibiens, reptiles, oiseaux et mammifères). Mortierella alpina constitue « l’out-group » 




13 Via le protocole « BLAST » de NCBI. 
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P. fluviatilis FED  MGGGGQLTEPEEPISG------------RAAGVYTWEEVQSHCNRNDQWLVIDRKVYNITQWAKRH 
S. aurata D6D (AAL17639)  MGGGGQLTEPGEPGSR------------RAGGVYTWEEVQSHSSRNDQWLVIDRKVYNVTKWAKRH 
O. niloticus D6D (AGV52807) MGGGSQQTVPGEPDSG------------KAKGVYTWEEVQSHCSRNDQWLVIDRKVYNITQWAKRH 
S. salar D5D (AAL82631)  MGGGGQQTESSEPAKGDGLEPDGG---QGGSAVYTWEEVQRHSHRSDQWLVIDRKVYNITQWAKRH 
S. salar D6D (NP_001165752) MGGGGQQTESSEPAKGGVVGPGGGRGGRGGSAVYTWEEVQRHSHRGDQWLVIDRKVYNITQWVKRH 
O. mykiss D5D (AFM77867)  MGGGGQQTESSEPAKGDGVGPDGG---RGGSAVYTWEEVQKHCHRSDQWLVIDRKVYNITQWAKRH 
O. mykiss D6D (AAK26745)  MGGGGQQTESSEPAKGDGVGPDGG---RGGSAVYTWEEVQKHCHRSDKWLVIDRKVYNITQWAKRH 
D. rerio D5/6D (NP_571720) MGGGGQQTDRITDTN-------------GRFSSYTWEEMQKHTKHGDQWVVVERKVYNVSQWVKRH 
R. canadum D6D (ACJ65149)  MGGGGQLTEP---GSG------------RAGGVYTWEEVQRHSSRSDQWLVIDRKVYNITQWATRH 
****.* *      .                . *****:* *  :.*:*:*::*****:::*..** 
 
P. fluviatilis FED  PGGIRVISHYAGEDATEAFTAFHPDLKFVQKFLKPLQIGELAATEPSQDRNKNATIIQDFHTLRAQ 
S. aurata D6D (AAL17639)  PGGFRVINHYAGEDATEAFTAFHPDLKFVQKFLKPLLIGELAATEPSQDRNKNAAVIQDFHTLRAQ 
O. niloticus D6D (AGV52807) PGGFQVISFYAGEDATEAFTAFHPDPKFVHKFLKPLLIGELATTEPSQDRDKNAAIVQDFETLRAQ 
S. salar D5D (AAL82631)  PGGIRVISHFAGEDATEAFSAFHLDANFVRKFLKPLLIGELAPTEPSQDHGKNAALVQDFQALRDH 
S. salar D6D (NP_001165752) PGGIRVISHFAGEDATDAFSAFHPDPNFVRKFLKPLLIGELAPTEPSQDQGKNAALVQDFQALRDH 
O. mykiss D5D (AFM77867)  PGGIRVISHFAGEDATEAFVAFHPDPNFVRKFLKPLLIGELAPTEPSQDQGKNAVLVQDFQALRDR 
O. mykiss D6D (AAK26745)  PGGIRVISHFAGEDATDAFVAFHPDPNFVRKFLKPLLIGELATTEPSQDHGKNAVLVQDFQALRDR 
D. rerio D5/6D (NP_571720) PGGLRILGHYAGEDATEAFTAFHPNLQLMRKYLKPLLIGELEASEPSQDRQKNAALVEDFRALRER 
R. canadum D6D (ACJ65149)  PGGLRVISHYAGEDATEAFAAFHPDPTFVQKFLKPLQIGELAASEPSQDRNKNAAIIQDFHALRAQ 
***::::..:******:** *** :  :::*:**** ****  :*****: ***.:::**.:** : 
 
P. fluviatilis FED  VESEGLFRARPLFFCLHLGHILLLEALAWLIIWVWGTSWTLTFLSAVILATTQLQAGWLQHDFGHL 
S. aurata D6D (AAL17639)  AESDGLFRAQPLFFCLHLGHILLLEALAWLIIWLWGTSWTLTFLISIILATAQTQAGWLQHDFGHL 
O. niloticus D6D (AGV52807) VEKRGLFRAQPLFFFLHLSHILLLEALGWLTVWMWGTGWIQTLVCSVFLATAQAQAGWLQHDFGHL 
S. salar D5D (AAL82631)  VEREGLLRARLLFFSLYLGHILLLEALALGLLWVWGTSWSLTLLCSLMLATSQAQAGWLQHDYGHL 
S. salar D6D (NP_001165752) VESEGLLRARLLFFSLYLGHILLLEALALGLLWVWGTSWSLTLLCSLMLATSQSQAGWLQHDFGHL 
O. mykiss D5D (AFM77867)  VESEGLLRARPLFFSLYLGHILLLEALALGLLWVWGTSWSLTLLCSLMLATSQAQAGWLQHDYGHL 
O. mykiss D6D (AAK26745)  VEREGLLRARPLFFSLYLGHILLLEALALGLLWVWGTSWSLTLLCSLMLATSQSQAGWLQHDYGHL 
D. rerio D5/6D (NP_571720) LEAEGCFKTQPLFFALHLGHILLLEAIAFVMVWYFGTGWINTLIVAVILATAQSQAGWLQHDFGHL 
R. canadum D6D (ACJ65149)  AESEGLFQTQPLFFCLHLGHIVLLEALAWLMIWHWGTNWILTLLCAVMLATAQSQAGWLQHDFGHL 
*  * :::: *** *:*.**:****:.   :* :**.*  *:: :::***:* ********:*** 
 
P. fluviatilis FED  SVFKKSSWNHLLHKFVIGHLKGASANWWNHRHFQHHAKPNIFSKDPDVNMLHVFVVGETQPVEYGI 
S. aurata D6D (AAL17639)  SVFKKSSWNHILHKFVIGHLKGASANWWNHRHFQHHAKPNIFSKDPDVNMLHIFVLGDTQPVEYGI 
O. niloticus D6D (AGV52807) SVFKKSSWNHLAHKFVIGHLKGASSNWWNHRHLRHHAKPNIFIKDPDINTLHLFVLGRTQPVEYGI 
S. salar D5D (AAL82631)  SVCKKSSWNHKLHKFVIGHLKGASANWWNHRHFQHHAKPNVFRKDPDINSLPVFVLGDTQPVEYGI 
S. salar D6D (NP_001165752) SVFKKSSWNHVLQKFVIGHLKGASANWWNHRHFQHHAKPNVFSKDPDVNSLHVFVLGDKQPVEYGI 
O. mykiss D5D (AFM77867)  SVCKKSGWNHKLHKFVIGHLKGASANWWNHRHFQHHAKPNIFSKDPDINSLHVFVLGDKQPVEYGI 
O. mykiss D6D (AAK26745)  SVCKTSSWNHVLHKFVIGHLKGASANWWNHRHFQHHAKPNVFSKDPDVNSLHVFVLGDKQPVEYGI 
D. rerio D5/6D (NP_571720) SVFKTSGMNHLVHKFVIGHLKGASAGWWNHRHFQHHAKPNIFKKDPDVNMLNAFVVGNVQPVEYGV 
R. canadum D6D (ACJ65149)  SVFKKSSWNHLLHKFAIGHLKGASANWWNHRHFQHHAKPNIFRKDPDVNMLSIFVVGATQPVEYGI 
** *.*. **  :**.********:.******::******:* ****:* *  **:*  ******: 
 
P. fluviatilis FED  KKIKYMPYHHQHKYFFLVGPPLLIPVYFHIQIIHTMISRRDWVDLAWSLSYYLRYLCCSIPMFGLF 
S. aurata D6D (AAL17639)  KKIKYLPYHHQHQYFLLVGPPLLIPVYFHIQIIRTMISRHDWVDLAWSMSYYLRYLCCYVPLYGLF 
O. niloticus D6D (AGV52807) KKIKHMPYNRQHHYFFLVGPPLIIPVFFNIHVMQTMVSRRDWVDLAWFISFYLRFFSCYLPLYGLV 
S. salar D5D (AAL82631)  KKLKYMPYHHQHQYFFLIGPPLIVPVFFNIQIFRTMFSQRDWVDLAWSMSFYLRFFCCYYPFFGFF 
S. salar D6D (NP_001165752) KKLKYMPYHHQHQYFFLIGPPLLIPVYFHIQILRTMFLRQDWVDLAWSMSFYLRFFCCYYPFFGFF 
O. mykiss D5D (AFM77867)  KKLKYMPYHHQHQYFFLIGPPLIVPVFFNIQIFRTMFSQRDWVDLAWSMSFYLRFFCCYYPFFGFF 
O. mykiss D6D (AAK26745)  KKLKYMPYHHQHQYFFLIGPPLVIPVFFTIQIFQTMFSQRNWVDLAWAMTFYLRFFCCYYPFFGFF 
D. rerio D5/6D (NP_571720) KKIKHLPYNHQHKYFFFIGPPLLIPVYFQFQIFHNMISHGMWVDLLWCISYYVRYFLCYTQFYGVF 
R. canadum D6D (ACJ65149)  KKIKHMPYHRQHQYFFLVGPPLLIPVFFHIQIMHTMISRHDWVDLVWSMSYYLRYFCCYVPLYGLF 
**:*::**::**:**:::****::**:* :::::.*. :  **** * :::*:*:: *   ::*.. 
 
P. fluviatilis FED  GSVVFISFIRFLESHGFVWVTQMSHLPMDIDHEKNQDWLSMQLQATCNIKQSLFNDWFSGHLNFQI 
S. aurata D6D (AAL17639)  GSVALISFVRFLESHWFVWVTQMNHLPMDIDHEKHHDWLTMQLQATCNIEKSVFNDWFSGHLNFQI 
O. niloticus D6D (AGV52807) GSLVLISIVRFLESHWFVWVTQMNHIPMDIDHEKHKDWVTMQLQSTCNIEQSFFNDWVSGHLNFQI 
S. salar D5D (AAL82631)  GSVALISFVRFLESHWFVWVTQMNHLPMEMDHERHQDWLTMQLSATCNIEQSTFNDWFSGHLNFQI 
S. salar D6D (NP_001165752) GSVALISFVRFLESHWFVWVTQMNHLPMEMDHERHQDWLTMQLSATCNIEQSTFNDWFSGHLNFQI 
O. mykiss D5D (AFM77867)  GSVALISFVRFLESHWFVWVTQMSHLPMEMDHERQQDWLTMQLSATCNIEQSTFNDWFSGHLNFQI 
O. mykiss D6D (AAK26745)  GSVALISFVRFLESHWFVWVTQMNHLPMEIDHERHQDWLTMQLSATCNIEQSTFNDWFSGHLNFQI 
D. rerio D5/6D (NP_571720) WAIILFNFVRFMESHWFVWVTQMSRIPMNIDYEQNQDWLSMQLVATCNIEQSAFNDWFSGHLNFQI 
R. canadum D6D (ACJ65149)  GSLALISFVRFLESHWFVWVTQMNHLPMDIDHEKHRDWLTMQLQATCNIEQSFFNDWFSGHLNFQI 
:: ::.::**:*** *******.::**::*:*:::**::*** :****::* ****.******** 
 
P. fluviatilis FED  EHHLFPTMPRHNYHLVAPLVRALCEKHGVPYQVKTLWQGFADVFRSLKHSGDLWLDAYLHK 
S. aurata D6D (AAL17639)  EHHLFPTMPRHNYHLVAPLVHALCEKHGIPYQVKTMWQGIVDVIRSLKNSGDLWLDAYLHK 
O. niloticus D6D (AGV52807) EHHLVSNDAAAQLPPGGPAVRALCEKHGIPYQEKTLWRGFADIVTSLKTSGDLWLDAYLHK 
S. salar D5D (AAL82631)  EHHLFPTMPRHNYHLVAPLVRTLCEKHGVPYQVKTLQKGMTDVVRSLKKSGDLWLDAYLHK 
S. salar D6D (NP_001165752) EHHLFPTMPRHNYHLVAPLVRALCEKHGVPYQVKTMQQGLTDVVRSLKKSGDLWLDAYLHK 
O. mykiss D5D (AFM77867)  EHHLFPTMPRHNYHLVAPLVRALCEKHGVPYQVKTLQKGMTDVVRSLKKSGDLWLDAYLHK 
O. mykiss D6D (AAK26745)  EHHLFPTMPRHNYHLVAPLVRALCEKHGLPYQVKTLQKAIIDVVGSLKKSGDLWLDAYLHK 
D. rerio D5/6D (NP_571720) EHHLFPTMPRHNYWRAAPRVRSLCEKYGVKYQEKTLYGAFADIIRSLEKSGELWLDAYLNK 
R. canadum D6D (ACJ65149)  EHHLFPTMPRHNYHLVAPHVRALCEKYGIPYQIKTMWQGLTDIVRSLKNSGDLWLDAYLHK 
****. .    :    .* *::****:*: ** **:  .: *:. **: **:*******:* 
Figure 3-5. Alignement de la désaturase de P. fluviatilis avec des séquences orthologues de 
poissons. Les numéros d’accessibilité GenBank sont indiqués entre parenthèses. En gris, le 
domaine cytochrome b5 N-terminal comprenant le motif HPGG ; en bleu souligné, les hélices 
a transmembranaires ; en rouge, les boîtes Histidines. Légende de l’alignement : (*), identité 
de séquence ; (:), substitution conservative ; (.), substitution semi-conservative ; (_), 
substitution non conservative. 
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 La nature de notre désaturase ne peut néanmoins être déterminée sur les seules bases de 
l’alignement ou de l’analyse phylogénétique. En effet, les désaturases « front-end » dérivent d’un 
même ancêtre commun, appelé fads, qui s’est dupliqué en même temps que la totalité du 
génome (WGD) lors de l’émergence des vertébrés, conduisant à la formation des fads1 et fads2 
ancestraux. Par la suite, les deux gènes ont évolué indépendamment l’un de l’autre. Tandis que 
fads1 s’est maintenu dans les lignées de poissons « anciens »14 et chez les autres vertébrés15, 
subissant même plusieurs événements de duplication chez les reptiles et les oiseaux, il a 
totalement disparu chez les poissons téléostéens. En revanche chez ceux-ci, fads2 a subi plusieurs 
phases indépendantes de duplication et de diversification fonctionnelle. Ainsi, les activités D4, 
D5, D6 et D8 de leurs désaturases lipidiques sont entièrement prises en charge par fads2 [6–9]. 
Ce qui explique la plus grande proximité trouvée entre notre désaturase et la D5D d’O. mykiss 
(84 % d’homologie) plutôt qu’avec la D6D de Scyliorhinus canicula (68 % – poisson 
cartilagineux) ou de Mus musculus (66 % – mammifère). Une étude fonctionnelle16 a donc 
permis de mettre en évidence l’activité D6 de notre désaturase pour les C18 des séries w6 (LA) 
et w3 (ALA) – mais pas pour le C24:5n-3, précurseur du DHA (Figure 1-9) [10]. 
 D’un point de vue structurel, l’alignement de séquence avec les désaturases 
(monofonctionnelles D5D et D6D et bifonctionnelles D5D6D) d’autres espèces de poissons 
dulcicoles (O. niloticus, O. mykiss et D. rerio), marins (S. aurata et R. canadum) et anadromes (S. 
salar) confirme la présence des différents motifs conservés par les désaturases de type FED17 : un 
domaine cytochrome b5 N-terminal (D35…H77), 4 hélices a transmembranaires (C136…W156, 
T158…G178, Q263…Q283, F300…L330) et les 3 « boîtes His » (H181DFGH185, H218FQHH222, 
Q383IEHH387) (Figure 3-5). 
3.4. Analyse de la séquence de pfELOVL 
 L’analyse phylogénétique, comparant les élongases de différentes espèces de poissons, 
montre que la séquence de P. fluviatilis se regroupe avec les ELOVL d’autres Perciformes (S. 
aurata et E. coioides) au sein d’espèces marines (Nibea mitsukurii, Argyrosomus regius, D. labrax, S. 
canaliculatus, S. maximus, …) (Figure 3-6). De manière générale, pfELOVL apparaît dans le sous-
groupe ELOVL5 du groupe ELOVL2/5, distinct de ceux des ELOVL4 et ELOVL1/6/7. 
L’alignement de la séquence18 de P. fluviatilis avec des orthologues d’autres espèces révèle une 
identité respective de 90 %, 89 %, 78 % et 73 % avec l’ELOVL5 de L. calcarifer, E. coioides, S. 
salar et D. rerio ainsi que 77 % avec l’ELOVL2 d’O. mykiss. Etant donné l’évolution 
indépendante des différentes sous-familles d’élongases de type ELOVL au sein des lignées 
biologiques (contrairement aux désaturases), et comme pfELOVL se place au sein du sous-
 
14 Poissons sans mâchoire et cartilagineux. 
15 Amphibiens, reptiles, oiseaux et mammifères. 
16 pfFED, exprimée en système hétérologue (Saccharomyces cerevisiae), a été testée pour les substrats des activités D5 
(C20:3n-6 et C20:4n-3), D6 (C18:2n-4 et C18:3n-3) et D8 (C20:3n-3). Dans un premier temps, les levures 
transformées par transfection ont poussé sur du milieu enrichi en substrats. Dans un deuxième temps, les lipides 
cellulaires totaux ont été extraits, analysés par chromatographie et comparés à des profils standards, révélant ainsi 
les produits synthétisés de novo [10]. 
17 Informations concordantes avec la littérature mais jamais expérimentalement démontrées – voir Chapitre 4 pour 
plus de détails. 
18 Via le protocole « BLAST » de NCBI. 
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groupe ELOVL5, il est hautement probable qu’elle appartienne également à ce dernier [7,8,11]. 
Cependant, une étude fonctionnelle19 serait nécessaire pour confirmer cette hypothèse. 
 
Figure 3-6. Arbre phylogénétique des élongases ELOVL chez les vertébrés (poissons, 
amphibiens, reptiles, oiseaux et mammifères). Mortierella alpina constitue « l’out-group » 
permettant d’enraciner l’arbre. 
 
19 Une telle étude a été réalisé dans le cadre du projet FNRS-FRFC #6.8073.70 mais n’a pas fourni de résultats 
concluants. 
 Perca fluviatilis ELOVL (***)
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 Epinephelus coioides ELOVL5 (AGT80149)
 Nibea mitsukurii ELOVL5 (ACR47973)
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 D’un point de vue structurel, l’alignement de séquences avec les élongases (des groupes 
ELOVL2/5 et ELOVL4) d’autres espèces de poissons dulcicoles (O. niloticus, O. mykiss et D. 
rerio), marins (S. aurata et R. canadum) et anadromes (S. salar) montre que pfELOVL inclut 
toutes les caractéristiques des élongases de ce type20 : plusieurs hélices a transmembranaires 
(N31…K51, L65…T85, I109…F129, F141…V161, G169…I189, Y201…A221, K229…F249), un signal de rétention 
au RE (K288KLR292) et les 4 « boîtes conservées » (boîte KEDT, K120LIEFMDT127 ; boîte His, 
Q138MTFLHIYHH147 ; boîte Tyr, N173SFVHVVMYSYY184 ; et boîte Gln, T203QLQLIQ209) (Figure 
3-7). 
P. fluviatilis ELOVL   ---METFNHKLNT---YFETWMGPRDQRVQGWLLLDNYPPTFALTVMYLLIVWMGPKYMKHR 
S. aurata ELOVL5 (ADD50001)  ---METFNHKLNV---YFETWMGPRDQRVRGWLLLDNYPPTFALTVMYLLIVWMGPKYMKHR 
O. niloticus ELOVL5 (NP_001266389) ---METFNHKLNA---YIDSWMGPRDQRVRGMLLLDNYPPTFALTVMYLLIVWMGPKYMKHR 
S. salar ELOVL5 (NP_001130024)  ---MEAFNHKLNT---YIDSWMGPRDERVQGWLLLDNYPPTFALTLMYLLIVWLGPKYMRHR 
O. mykiss ELOVL2 (AIT56593)  MNHLQSLDERLNA---LFYFLFEDRDSRVRGWLLMDSYLPTLSLTILYLLTVYLGSKYMRNR 
D. rerio ELOVL2/5 (NP_956747)  ---METFSHRVNS---YIDSWMGPRDLRVTGWFLLDDYIPTFIFTVMYLLIVWMGPKYMKNR 
R. canadum ELOVL4 (ADG59898)  ---MEVVTHFVNDTVEFYKWSLTIADKRVENWPMMASPLPTLAISCLYLLFLWVGPRYMQDR 
:: . . :*         :   * ** .  :: .  **: :: :*** :::* :**:.* 
 
P. fluviatilis ELOVL   QPYSCRGLLVLYNLGLTVLSFYMFYELVTAVWYGGYNFYCQDTHSAKE-ADNKIINALWWYY 
S. aurata ELOVL5 (ADD50001)  QPYPCRGLLVLYNLGLTLLSFYMFYELVTAVWYGGYNFYCQDTHSAQE-VDNKIINVLWWYY 
O. niloticus ELOVL5 (NP_001266389) QPYSCRAVMVFYNLGLTLLSFYMFYELVSAAWHGGYNFYCQNTHSAEE-ADIKVINVLWWYY 
S. salar ELOVL5 (NP_001130024)  QPVSCQGLLVLYNLALTLLSFYMFYEMVSAVWQGGYNFYCQDTHSAGE-TDTKIINVLWWYY 
O. mykiss ELOVL2 (AIT56593)  PAYSLKGVLQVYNFSVTMLSLYMLVELVSATLSAGYRLQCQGLHEAGE-ADLRVAKVLWWYY 
D. rerio ELOVL2/5 (NP_956747)  QAYSCRALLVPYNLCLTLLSLYMFYELVMSVYQGGYNFFCQNTHSGGD-ADNRMMNVLWWYY 
R. canadum ELOVL4 (ADG59898)  QPYTLRRTLIVYNFSMVVLNFYIAKELLIATRAAGYSYLCQPVNYSNDVNEVRIASALWWYY 
:  :  **: :.:*.:*:  *:: :.  .**   **  : . :  : :: ..***** 
 
P. fluviatilis ELOVL   FSKLIEFMDTFFFILRKNNHQMTFLHIYHHATMLNIWWFVVNWVPCGHTYFGPTINSFVHVV 
S. aurata ELOVL5 (ADD50001)  FSKLIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHTYHHASMLNIWWFVMNWVPCGHSYFGASLNSFVHVV 
O. niloticus ELOVL5 (NP_001266389) FSKLIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHLYHHASMLNIWWFVMNWIPCGHSYFGASLNSFIHVV 
S. salar ELOVL5 (NP_001130024)  FSKVIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHIYHHASMLNIWWFVMNWVPCGHSYFGASLNSFVHVL 
O. mykiss ELOVL2 (AIT56593)  FSKVIEFLDTIFFVLRKKNSQITFLHVYHHASMFNIWWCVLNWIPCGQSFFGPTLNSFIHVC 
D. rerio ELOVL2/5 (NP_956747)  FSKLIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHVYHHATMLNIWWFVMNWVPCGHSYFGATFNSFIHVL 
R. canadum ELOVL4 (ADG59898)  ISKGVEFLDTVFFILRKKFNQVSFLHVYHHCTMFILWWIGIKWVPGGQAFFGATINSSIHVL 
:** :**:**.**:***:  *::*** ***.:*: :**  ::*:* *:::** ::** :**  
 
P. fluviatilis ELOVL   MYSYYGLSAI-PAMRPYLWWKKYITQLQLIQFFLTIYQTMCAAIWPCGFPKGWLYSQTSYMV 
S. aurata ELOVL5 (ADD50001)  MYSYYGLSAI-PAMRPYLWWKKYITQFQLIQFFLTMSQTIFAVIWPCGFPDGWLYFQIGYMV 
O. niloticus ELOVL5 (NP_001266389) MYSYYGLSAI-PAIRPYLWWKKYITQLQLIQFFLTVTQTTLAVIWPCGFPIGWLYFQISYMF 
S. salar ELOVL5 (NP_001130024)  MYSYYGLSAV-PAIRPYLWWKKYITQGQLIQFFLTMSQTICAVIWPCGFPRGWLFFQIFYMA 
O. mykiss ELOVL2 (AIT56593)  MYSYYGLSTI-PSMQKYLWWKRYLTQAQLIQFILTITHTLSAIVVPCGFPVGCLLFQFSYMA 
D. rerio ELOVL2/5 (NP_956747)  MYSYYGLSAV-PALRPYLWWKKYITQGQLVQFVLTMFQTSCAVVWPCGFPMGWLYFQISYMV 
R. canadum ELOVL4 (ADG59898)  MYGYYGLAALGPQMQKYLWWKKYLTIIQMIQFHVTIGHAGHSLYTGCPFPCWMQWALIGYAV 
**.****::: * :: *****:*:*  *::** :*: ::  :    * **         *   
 
P. fluviatilis ELOVL   TLILFFLNFYIQTYKKHSGS---LKKEHHNGSPVSTNGNANATPSLERTAH-KKLRVD-- 
S. aurata ELOVL5 (ADD50001)  TLIFLFSNFYIQTYNKHSAS---LRKEHQNGSPLSTNGHANGTPSMEHTAH-KKLRVD-- 
O. niloticus ELOVL5 (NP_001266389) TLIILFMNFYIQTYKK-SGS---QRKHPQNSSLLSTNGHANGTPSTDFTAP-KKLRVD-- 
S. salar ELOVL5 (NP_001130024)  SLIAFFSNFYIQTYKKHRVS---QKEYHQNGSVDSLNGHANGVTPTETITH-RKVRVD-- 
O. mykiss ELOVL2 (AIT56593)  TLVILFVNFYVQTYRKRRPEES-IKSSRPNGHTVSTNGTSF-----------KK-RK--- 
D. rerio ELOVL2/5 (NP_956747)  TLILLFSNFYIQTYKKRSGS---RKSDYPNGS---VNGHTNGVMSSEKIKH-RKARAD-- 
R. canadum ELOVL4 (ADG59898)  TFIILFANFYYHAYRGKPSSSQKGGKPIANGTSVVTNGHSKVEEVEDNGKRQKKGRAKRE 
::: :* *** ::*.    .     .   *.     ** :            :* *     
Figure 3-7. Alignement de l’élongase de P. fluviatilis avec des séquences orthologues de 
poissons. Les numéros d’accessibilité GenBank sont indiqués entre parenthèses. En gris, le 
motif de rétention au réticulum endoplasmique ; en bleu souligné, les hélices a 
transmembranaires ; en rouge, les boîtes conservées. Légende de l’alignement : (*), identité 
de séquence ; (:), substitution conservative ; (.), substitution semi-conservative ; (_), 
substitution non conservative. 
4. Réalisations à l’issue de ce chapitre 
 Par cette approche génétique, nous avons réussi, grâce à l’amplification par PCR, à 
isoler et identifier deux enzymes du métabolisme des acides gras longs chez P. fluviatilis : une D6 
désaturase (pfD6D) et une élongase ELOVL5 (pfELOVL5). 
 
20 Informations concordantes avec la littérature mais jamais expérimentalement démontrées – voir Chapitre 4 pour 
plus de détails. 
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 Ce chapitre présente les travaux in silico réalisés sur base des séquences obtenues 
expérimentalement pour la désaturase pfD6D et l’élongase pfELOVL5. Les modèles obtenus 
concernent les organisations 2D1 (dont la structure secondaire) et/ou 3D2 (structure tertiaire) des 
protéines d’intérêt, ainsi que des hypothèses concernant les propositions d’interactions enzyme-
substrat par amarrage moléculaire3. 
 
1 Pour pfD6D et pfELOVL5. 
2 Pour pfELOVL5 seulement (voir point 3.1.3. pour les explications). 
3 Pour pfELOVL5 seulement (voir point 3.1.3. pour les explications). 
Chapitre 4 – Modélisation de la structure tridimensionnelle des protéines d’intérêt 
 52 
2. Matériel & méthodes 
 L’ensemble des prédictions se rapportant à la structure de pfD6D et de pfELOVL5 a été 
réalisé moyennant l’utilisation de programmes informatiques accessibles en ligne. Ceux-ci ont été 
l’objet d’un développement au sein d’universités et d’instituts de recherche et ont donné lieu à 
des publications scientifiques dans des revues à comité de lecture. Les liens d’accès des 
programmes et des références y afférentes sont répertoriés dans la section bibliographique. 
2.1. Organisation 1D 
 L’organisation « 1D » se rapporte à la structure primaire, c’est-à-dire la séquence en acides 
aminés des protéines d’intérêt. Celle-ci a été traduite à partir des données obtenues dans le cadre 
de l’analyse génétique (voir Figures 3-2 & 3-3). 
 Deux informations supplémentaires y ont été associées : la masse moléculaire et le point 
isoélectrique. La masse moléculaire (MW) correspond à la somme des masses de chacun des 
atomes constituant la molécule. Le point isoélectrique (pI) est le pH pour lequel la charge globale 
d’une molécule est nulle. Ces deux données ont été calculées via les programmes suivants : 
EMBOSS Pepstats tool (European Bioinformatics Institute – European Molecular Biology 
Laboratory, Royaume-Uni), ExPASy Compute pI/MW tool (Swiss Institute of Bioinformatics, 
Suisse), ExPASy ProtParam, Peptide Property Calculator (Center for Biotechnology, 
Northwestern University, USA), et Scansite 3 (Koch Institute for Integrative Cancer Research, 
Massachusetts Institute of Technology, USA) [1–3]. 
2.2. Organisation 2D 
 Différents éléments ont été regroupés sous l’appellation d’organisation « 2D » : d’une part 
la structure secondaire proprement dite – c’est-à-dire l’agencement tridimensionnel local des 
acides aminés –, et d’autre part des éléments directement impliqués dans le comportement des 
protéines au sein de l’espace cellulaire et conditionnant cet agencement local, comme par 
exemple la solubilité ou encore l’insertion en membrane. 
2.2.1. Structure secondaire 
 Tout d’abord, la proportion de structures secondaires présentes au sein des protéines 
d’intérêt a été estimée suivant le système appelé « DSSP »4 [4]. Celle-ci correspond à la quantité 
d’acides aminés impliqués dans une hélice 310, a ou p5, un coude, un pont ou un feuillet b6, une 
région coudée7 ou une pelote aléatoire8. Cette information renseigne sur l’appartenance à l’une 
des grandes classes de structure : tout-a, tout-b, a/b, a+b, µ, s ou r9 [5,6]. C’est le programme 
 
4  « Define Secondary Structure of Proteins ». Il est à noter que, l’établissement de ce classement se basant sur 
l’arrangement des liaisons hydrogène (ponts H) entre les acides aminés, deux résidus adjacents doivent former le 
même type de structure. Il en résulte que les hélices et les feuillets doivent avoir une longueur minimale raisonnable. 
5 Hélices comportant respectivement 3, 4 et 5 résidus au minimum. 
6 Structure comportant respectivement un seul pont H réparti entre 4 à 6 résidus, deux ponts H entre 2 segments 
discontinus de 3 résidus et plusieurs ponts H répartis entre plusieurs brins b. 
7 Région dont la courbure n’implique aucun pont H. 
8 Structure non périodique ne correspondant à aucune des autres structures secondaires. 
9 Respectivement majoritairement des hélices a, majoritairement des feuillets b, une succession d’hélices a et de 
feuillets b, une juxtaposition de régions en hélices a et en feuillets b, une structure multi-domaines, une petite 
protéine, un peptide. 
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NPS@ secondary structure prediction tool (Institut de Biologie et Chimie des Protéines, 
Université Lyon I – Claude Bernard, France) qui a été utilisé pour réaliser cette estimation [7]. 
2.2.2. Solubilité, localisation et adressage 
 Ensuite, le caractère soluble ou membranaire des protéines d’intérêt a été investigué. Les 
programmes suivants ont été exploités : ESPRESSO (Computational Biology Research 
Consortium, Japon), SCRATCH SOLpro tool (Donald Bren School of Information and Computer 
Sciences, University of California at Irvine, USA) et SPpred (Bioinformatics Centre, Institute of 
Microbial Technology, Inde) [8,9]. 
 Parallèlement, la localisation dans la cellule des protéines d’intérêt a été identifiée via les 
programmes suivants10 : iLoc (JCI BioInfo Lab, Jingdezhen Ceramic Institute, Chine), LocTree3 
(RostLab, Tenische Universität München, Allemagne), ProtComp 9.0 (Softberry Inc., USA) et 
PSORT (Laboratory of Functional Analysis in silico, University of Tokyo, Japon) [10–13]. 
 La présence d’un signal d’adressage a, quant à elle, été prédite à l’aide des programmes 
suivants 11  : PrediSi (Institute for Microbiology, Technical University of Braunschweig, 
Allemagne), PSORT, SignalP 4.1 (Center for Biological Sequence Analysis, Technical University 
of Denmark, Danemark) et TargetP 1.1 (Center for Biological Sequence Analysis) [13–17]. 
2.2.3. Insertion et organisation en membrane 
 Finalement, l’outil SCRATCH ABTMpro tool a été utilisé pour prédire l’insertion en 
membrane (a ou b) [9]. Subséquemment, deux séries de programmes ont été utilisées pour 
prédire la présence soit d’un tonneau b (TMBB), soit d’hélices a transmembranaires (TMH). La 
modélisation en TMBB a été réalisée via BOMP (Computational Biology Unit, University of 
Bergen, Norvège) et PRED-TMbb (Biophysics & Bioinformatics Laboratory, University of Athens, 
Grèce) [18,19]. L’éventuelle présence de TMH a été vérifiée via la modélisation de profils 
d’hydropathie grâce à quinze programmes : DAS (IMP Bioinformatics Group,  Research Institute 
of Molecular Pathology, Autriche), ExPASy TMpred tool, HMMTOP (Institute of Enzymology, 
Hungarian Academy of Sciences, Hongrie), OCTOPUS (Stockholm Bioinformatics Center, 
Stockholm University, Suède), NPS@ PHDhtm tool, Philius (Yeast Resource Center, University of 
Washington, USA), Phobius (Stockholm Bioinformatics Center), PolyPhobius (Stockholm 
Bioinformatics Center), SCAMPI (Stockholm Bioinformatics Center), SOSUI (Nagahama 
Institute of Bio-Science and Technology, Japon), SPLIT 4.0 (Biophysics Laboratory, University of 
Split, Croatie), SPOCTOPUS (Stockholm Bioinformatics Center), TM-Finder (SickKids, Toronto 
University, Canada), TMHMM (Center for Biological Sequence Analysis, Technical University of 
Denmark, Danemark), TopPred (Biology IT Center, Institut Pasteur & Ressource Parisienne en 
Bioinformatique Structurale, Université Paris VII – Diderot, France) [20,21,30–32,22–29]. Il est 
à noter que 5 des programmes ci-dessus (Philius, Polyphobius, OCTOPUS, SCAMPI et 
SPOCTOPUS) ont été utilisés via la plateforme TOPCONS (Stockholm Bioinformatics Center). Il 
est à noter encore que les profils d’hydropathie obtenus incluent également l’orientation en 
membrane des extrémités N- et C-terminales ainsi que des segments non membranaires. 
 
10  Ces programmes se basent sur des informations de propriétés (séquence en acides aminés), de similarité 
(homologie de séquence et/ou de fonction), de structure (segments transmembranaires), de fonction (séquences 
signalétiques) et d’évolution (ontologie génétique) issues des bases données alimentées par l’expérience [10–13]. 
11 Ces programmes se basent sur des données expérimentales portant sur la reconnaissance de peptides signaux, de 
sites de clivage, de signaux de sécrétion et/ou de segments transmembranaires [13–17]. 
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2.3. Organisation 3D 
2.3.1. Généralités 
 La structure tertiaire d’une protéine correspond à sa structure 3D globale. C’est 
l’organisation « 3D » d’un polypeptide qui établit le site actif et lui confère sa fonction. 
 Ce niveau de structuration peut être approché de deux manières : 
• expérimentalement, par exemple via la cristallographie par diffraction de rayons X (XRD) 
ou par la résonance magnétique nucléaire (RMN) ; 
• théoriquement, c’est-à-dire en modélisant in silico la protéine d’intérêt. 
Dans la suite du travail, nous nous concentrerons exclusivement sur la modélisation in silico. 
 Plusieurs méthodes peuvent être utilisées afin d’approcher la structure 3D théorique 
d’une protéine [33–35]. La plus simple correspond à la modélisation comparative, c’est-à-dire 
l’utilisation de structures déjà résolues (expérimentalement) comme point de départ [36,37]. Cet 
ensemble de méthodes est applicable en raison du nombre limité de repliements (folds) que 
peuvent adopter les protéines en regard du nombre virtuellement illimité de séquences. Deux 
approches fondamentales peuvent être distinguées : 
• la modélisation par homologie, basée sur la similarité de séquence chez des protéines 
homologues12 ; 
• la reconnaissance de conformation (« fold recognition » ou « threading »), basée sur une 
approche 1D-3D, c’est-à-dire la compatibilité entre une séquence en acides aminés et une 
structure tridimensionnelle. 
Un autre ensemble de méthodes correspond à la modélisation de novo ou ab initio, c’est-à-dire à 
partir de la structure primaire seule et des propriétés physicochimiques de ses composants. Deux 
grandes tendances sont observées : les méthodes dites energy and fragment-based et les méthodes 
basées sur la variation co-évolutive [38–40]. 
2.3.2. Méthodologie appliquée 
 La première étape de la modélisation des protéines d’intérêt a consisté en la recherche 
des domaines présents au sein de la structure à l’aide de la base de données Pfam (European 
Molecular Biology Laboratory, European Bioinformatics Institute, Royaume-Uni), c’est-à-dire la 
ou les région(s) fonctionnelle(s) constituant celle-ci [41,42]. Cette étape a par la suite permis 
d’orienter la modélisation comparative et de novo/ab initio. 
 Une fois ces domaines identifiés, la deuxième étape a correspondu à la modélisation 
comparative : 
• par homologie13 de l’ensemble ou d’une partie de la structure des protéines d’intérêt, via 
le programme ESyPred3D 1.0 (Unité de Recherche en Biologie des Microorganismes, 
Université de Namur, Belgique) [43] ; 
 
12 Protéines codées par des gènes ayant une origine commune. Leurs séquences en acides aminés sont similaires et 
leurs structures 3D proches. 
13 Il est à noter que la modélisation par homologie n’est possible qu’au-delà de 30 % d’identité de séquence entre la 
protéine d’intérêt et celle de référence [43]. 
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• par reconnaissance de conformation via Phyre 2 (Structural Bioinformatics Group, 
Imperial College London, Royaume-Uni) et RaptorX (Computational Institute, 
University of Chicago, USA) [44,45]. 
 La troisième étape a été la modélisation de novo/ab initio des protéines d’intérêt, soit in 
toto, soit de certains éléments clés de la structure (notamment grâce aux informations fournies 
par la base de données Pfam). Les modèles présentés ont été prédits grâce au programme 
Rosetta@home (Bakerlab, University of Washington, USA) [46,47], exploité depuis la plateforme 
technologique de calcul intensif (PTCI) du Consortium des Équipements de Calcul Intensif 
(CÉCI). La robustesse des modèles prédits a par la suite été évaluée par un diagramme de 
Ramachandran construit grâce au programme RAMPAGE (Crystallography and Bioinformatics 
Group, University of Cambridge, Royaume-Uni) [48]. 
 Une fois la structure 3D des protéines d’intérêt modélisée, la quatrième étape a requis 
leur insertion en membrane, ce qui a été réalisé via le programme CHARMM-GUI (Wonpillab, 
Lehigh University, USA) [49]. Des simulations de dynamique moléculaire (MD) ont ensuite pu 
être réalisées grâce au programme GROMACS (Science For Life Laboratory, Stockholm 
University and KTH, Suède & Uppsala Biomedical Centre, Suède) [50], exploité depuis la PTCI. 
Enfin, les résultats de MD ont été caractérisés par des diagrammes de RMSD/RMSF grâce au 
programme KaleidaGraph (Synergy Software Inc., USA). 
 Toutes les données générées ont été visualisées et analysées via les programmes 
MacPyMOL (Schrödinger Inc., USA) et VMD (Theoretical and Computational Biophysics Group, 
University of Illinois at Urbana-Champaign, USA) [51]. 
2.3.3. Paramètres utilisés 
 Modélisation de novo/ab initio. La modélisation via Rosetta@home constituant une 
part importante de notre méthodologie, nous décrivons brièvement ici les prérequis ainsi que les 
quelques manipulations pouvant mener à la structure 3D. Quatre types d’information sont requis 
avant d’entamer la modélisation proprement dite : 
• la séquence de la protéine d’intérêt, obtenue expérimentalement ; 
• une librairie de fragments14, fournie par Robetta (Bakerlab) [52] à partir de la séquence 
protéique ; 
• le profil d’hydropathie15 de notre protéine, fourni par OCTOPUS ; 
• le profil de lipophilicité16, fourni par Rosetta@home sur base de la séquence et du profil 
d’hydropathie. 
Le modèle 3D est ensuite généré via le protocole « Membrane-abinitio2 ». La structure 
topologique calculée étant brute, il est nécessaire de l’affiner en y ajoutant les chaînes latérales 
des acides aminés par l’intermédiaire du protocole « Relax ». Il est éventuellement nécessaire de 
contraindre la structure afin de la faire correspondre à la protéine dans son environnement 
naturel (insertion dans la bicouche membranaire, présence d’un site actif dans le compartiment 
soluble, …). 
 
14 Cette librairie renseigne les propriétés des acides aminés et leur comportement par rapport à leur environnement 
immédiat. 
15 Ce profil renseigne la localisation et l’orientation des hélices a transmembranaires par rapport à la séquence 
primaire. 
16 Ce profil permet d’appréhender le caractère hydrophile ou lipophile de chaque résidu de la séquence (logP), plus 
particulièrement à l’interface entre la phase lipidique (membrane) et la phase aqueuse (compartiment soluble). 
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 Dynamique moléculaire. Les modèles ainsi générés sont insérés dans une membrane par 
la méthode de remplacement (construction de la bicouche lipidique autour de la protéine) et 
orienté selon l’axe vertical. La membrane lipidique est constituée d’environ 170 molécules de 1-
stéaroyl-2-linoléoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine (SLPC). Une couche de molécules d’eau est 
ensuite ajoutée de part et d’autre de la membrane pour une épaisseur de 17,5 Å, comprenant 
approximativement 26000 molécules. L’ensemble du système de simulation correspond donc à 
une boîte parallélépipédique de 10*12*12 nm. Le champ de force appliqué est « charmm36 » et 
les paramètres additionnels caractérisant les lipides sont ceux utilisés par défaut par le programme 
CHARMM-GUI. Le modèle utilisé pour décrire le solvant est « TIP3P » et les conditions de 
périodicité aux limites de la boîte sont appliquées dans toutes les directions. 
2.4. Interactions enzyme-substrat 
 Les propositions d’amarrage moléculaire (« docking ») entre nos modèles et leurs substrats 
ont été fournies par le programme GOLD (Cambridge Crystallographic Data Centre, University 
of Cambridge, Royaume-Uni) [53]. Les acides aminés suivants ont permis de définir le site 
catalytique (tous font partie des 4 motifs conservés) : K120, E123, T127, H146, H147, N173, H177, M180, 
Y181, T203. Les acides γ-linolénique (C18:3n-6) et arachidonique (C20:4n-6) ont été choisis comme 
substrats (voir à ce sujet la Figure 1-9)17. Les itérations générées ont été classées en utilisant la 
fonction « GOLD score » et visualisées avec MacPyMOL et VMD. 
3. Résultats & discussion 
3.1. Modélisation de pfD6D 
3.1.1. Organisation 1D 
 La structure primaire de la désaturase a été déterminée par traduction du code génétique 
à partir de la séquence en nucléotides isolée précédemment (Figure 3-2). Ainsi, pfD6D correspond 
à un ORF de 1338 paires de bases et à une protéine de 445 acides aminés ayant une masse 
moléculaire théorique de 51857 D et un point isoélectrique théorique de 8,418. Ces données de 
séquences sont similaires à celles trouvées dans la littérature, puisque les D6 désaturases 
comprennent généralement entre 442 et 445 résidus – à l’exception des Salmonidés qui en 
comptent 454 [54]. Comme observé précédemment, l’alignement de notre séquence avec celles 
de désaturases d’autres poissons indique les différents motifs réputés conservés : un domaine 
cytochrome b5 N-terminal (D35…H77), 4 hélices a19 (C136…W156, T158…G178, Q263…Q283, F300…L330) 
et les 3 « boîtes His » (H181DFGH185, H218FQHH222, Q383IEHH387) (Figure 3-5) [55,56]. De plus, il 
semblerait que le site actif de pfD6D – et des désaturases de manière générale – comprenne les 8 
résidus histidine (dont un remplacé par une glutamine) des trois boîtes His conservées [57]. 
  
 
17 Les tests d’interaction enzyme-substrat n’ayant été effectués que pour l’élongase pfELOVL5, seuls ses substrats sont 
mentionnés (voir point 3.1.3. pour les explications). 
18 La littérature ne mentionne aucune donnée expérimentale de masse moléculaire ou de point isoélectrique pour 
les désaturases. 
19 Renseignées dans la littérature mais sans preuves expérimentale ou théorique. 
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3.1.2. Organisation 2D 
 Structure secondaire. La structure secondaire correspond à la structure 
tridimensionnelle adoptée localement par la protéine, principalement due aux liaisons hydrogène 
établies entre les groupements amides et carbonyles de la chaîne principale. Dans le cas de pfD6D, 
209 résidus sont impliqués dans des hélices a (41,80 %), 66 dans des feuillets b (14,83 %) et 178 
dans des pelotes aléatoires (40,00 %). Les 15 résidus restant (3,37 %) sont « ambigus », c’est-à-dire 
que, sur base du consensus établi par le programme utilisé, il n’a pas été possible de les attribuer 
à l’une des 8 classes du système DSSP. Le résultat présenté ici renseigne avant tout sur la 
proportion de structures secondaires de notre protéine, majoritaire en hélices a, conformément 
à ce que l’on retrouve dans la littérature pour la grande famille des désaturases. Cette quantité 
est réputée impliquer au moins 30 % des résidus de la séquence [57–59]. 
 Solubilité, localisation et adressage. Avant d’aller plus avant dans la résolution de la 
structure de pfD6D, il est nécessaire d’établir son caractère soluble ou membranaire. Pour ce faire, 
la solubilité a été calculée à partir de la séquence primaire et des propriétés intrinsèques des acides 
aminés la composant. Il en résulte que notre désaturase a été prédite comme étant insoluble, ce 
qui correspond aux données expérimentales relatives aux FED [60]. Cette protéine étant 
membranaire, il est attendu qu’elle s’insère dans une membrane biologique moyennant un 
peptide signal20 et/ou un signal de rétention à l’organite21. En effet, pfD6D a été prédite comme 
appartenant au réticulum endoplasmique, ce qui est confirmé dans la littérature par des 
expériences d’immunofluorescence et de transfert protéique de type western blot [57,61]. 
Cependant, aucun peptide signal n’a pu être mis en évidence. Il est néanmoins connu que 
l’adressage en membrane de certaines types de protéines (notamment celles comprenant plusieurs 
TMH) peut être dirigé par un « signal hydrophobe » correspondant à la première hélice a insérée 
en membrane22 [62]. 
 Insertion et organisation en membrane. Le caractère membranaire de pfD6D étant 
établi, il est maintenant nécessaire de préciser sa topologie (intrinsèque ou extrinsèque, 
monotopique ou polytopique23). La configuration en tonneau b a été écartée à la fois par la 
modélisation et par la littérature : en effet, ce type de configuration spatiale se retrouve 
exclusivement chez les procaryotes et dans les membranes biologiques eucaryotes d’origine 
bactérienne (mitochondries et plastes) [58,63]. La configuration en hélices a transmembranaires 
a été investiguée grâce à la réalisation de profils d’hydropathie. La présence de plusieurs 
« éléments de structure transmembranaires » au sein de pfD6D a ainsi été identifiée. Leur nombre 
ne fait pas consensus : 8 programmes en renseignent 3 (DAS, PHD, SOSUI, SPLIT, TM-Finder, 
TMHMM, TMpred et TopPred) et les 7 autres en révèlent 4 (HMMTOP, OCTOPUS, Philius, 
Phobius, Polyphobius, SCAMPI et SPOCTOPUS) (Figure 4-1 ; Tableau 4-1). Si nous spécifions, 
pour chacun d’entre eux, la nature de ces « éléments structuraux » (segment, domaine, hélice24, 
…), 4 des 8 programmes modélisant une désaturase à 3 TMH (DAS, SPLIT, TM-Finder et 
TMHMM) indiquent un double pic à l’endroit du premier domaine hydrophobe (Figure 4-1B). 
Ceci peut s’expliquer par l’existence d’une courte séquence hydrophile (1-6 acides aminés) au 
milieu d’une longue séquence hydrophobe (21-38 acides aminés), là où les programmes prédisent 
 
20 Portion de séquence (entre 15 et 30 acides aminés) reconnue par le système de translocation. 
21 Séquence de quelques acides aminés de l’extrémité C-terminale reconnu par l’organite dont il est question. 
22 La littérature ne mentionne aucune donnée expérimentale de peptide signal pour les désaturases. 
23 Respectivement protéine intégrée à la membrane, associée à l’un des feuillets membranaires, en contact avec un 
seul des compartiments définis par la membrane, en contact avec les deux compartiments définis par la membrane. 
24 Respectivement une portion de séquence de la protéine considérée (1D), une région de la protéine considérée 
(3D) et un type de structure secondaire (2D). 
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une gamme de longueurs respectives de 13-24 et 18-32 acides aminés pour les TMH 2 et 3. Il y 
aurait donc une corrélation entre la taille de ce « lien » et la « sensibilité » des programmes utilisés. 
 
Figure 4-1. Profil d’hydropathie de pfD6D. A – TMHMM ; B – SPLIT ; C – Phobius ; D – OCTOPUS. 
Tableau 4-1. Profils d’hydropathie de pfD6D. 
Programme TMH#1* TMH#2 TMH#3 TMH#4 
DAS 133-170 270-282 308-329 
PHD 136-160 271-288 313-330 
SOSUI 131-153 167-289 301-323 
SPLIT 130-164 267-288 306-330 
TM-Finder 137-174 293-304 316-339 
TMHMM 146-168 267-289 304-326 
TMpred 141-164 267-289 307-327 
TopPred 137-157 265-285 310-330 
HMMTOP 125-144 151-170 266-285 308-327 
OCTOPUS 136-156 158-178 263-283 300-330 
Philius 132-153 158-179 265-285 302-327 
Phobius 132-155 161-179 266-284 304-327 
Polyphobius 132-155 159-179 266-289 303-328 
SCAMPI 130-151 152-173 265-286 307-328 
SPOCTOPUS 131-152 153-174 264-285 297-328 
* Numéro des résidus. 
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 Afin de tester cette hypothèse, la sous-unité a1 du récepteur à la glycine (2M6B)25 a été 
utilisée. Il s’agit d’un polypeptide à 4 hélices a transmembranaires, dont au moins une connexion 
entre deux hélices est courte (moins de 6 acides aminés). Ici aussi, les profils d’hydropathie ne 
font pas consensus : 3 ou 4 TMH (Tableau 4-2). Si la boucle non membranaire comprise entre 
les acides aminés 33 et 36 est « allongée » (entre le 36e et le 37e) avec des acides aminés très 
hydrophiles sur l’échelle de Kyte-Doolittle (EQDNKR) [64], le modèle à 4 hélices est largement 
prédominant. Par contre, si ce sont des résidus très hydrophobes (IVLFCM) qui sont impliqués, 
c’est le modèle à 3 TMH qui devient majoritaire. Ceci conforte notre hypothèse et nous pouvons 
conclure que pfD6D est une protéine à 3 domaines transmembranaires. Le premier est constitué 
d’une « a helical hairpin », c’est-à-dire deux hélices a reliées par un coude, et les deux suivants 
d’une seule TMH, portant le nombre de celles-ci à 4. Concernant l’orientation des différents 
éléments solubles, les extrémités N- et C-terminales ainsi que le « segment globulaire » entre les 
TMH 2 et 3 sont orientés vers le cytosol, tandis que les segments reliant les TMH 1 et 2, ainsi 
que 3 et 4, se trouvent dans la lumière du réticulum endoplasmique (Figure 4-2). Ce modèle est 
confirmé par des éléments expérimentaux issus de la littérature : synthèse des précurseurs dans 
le cytoplasme, localisation des cofacteurs (cytochrome b5 et NADH-cytochrome b5 réductase) sur 
la face cytoplasmique du RE, preuve d’une inhibition de l’activité enzymatique à l’extérieur du 
RE [62,65,66]. 
Tableau 4-2. Profils d’hydropathie de 2M6B. 
Programme  + 36<Ø>37 + 36<EQDNKR>37 + 36<IVLFCM>37 
HMMTOP TMH#1 6-30 13-32 17-41 TMH#2 45-62 
TMH#3 72-92 77-96 72-91 
TMH#4 117-136 123-140 123-142 
OCTOPUS TMH#1 9-30 10-31 10-31 TMH#2 44-65 
TMH#3 71-92 76-96 75-96 
TMH#4 115-136 121-142 119-140 
TMHMM TMH#1 7-29 10-32 7-29 TMH#2 45-62 
TMH#3 71-93 77-99 74-96 
TMH#4 114-133 120-139 117-136 
TMpred TMH#1 13-30 13-30 17-41 TMH#2 36-56 42-62 
TMH#3 65-85 71-91 71-91 
TMH#4 116-132 120-138 120-138 
3.1.3. Organisation 3D 
 Domaines fonctionnels. Nous avons entamé la résolution de la structure 3D de pfD6D 
par la recherche des domaines fonctionnels. Deux d’entre eux ont été identifiés : 
• Cyt-b5 (PF00173), qui correspond au cytochrome b5 fusionné à l’extrémité N-terminale 
de notre séquence (D35…H77) ; 
• FA_desaturase (PF00487), qui correspond à la fonction désaturase et qui couvre 
l’ensemble de la séquence à l’exception de l’extrémité N-terminale. 
 
25 2M6B a été trouvée à partir de la banque de données PDBTM (http://pdbtm.enzim.hu/) sur base du critère 
suivant : une seule chaîne contenant des TMH, plus particulièrement 4 (34 résultats trouvés). 
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Figure 4-2. Modèle théorique 2D de pfD6D (http://wlab.ethz.ch/protter/start/). 
 Modélisation par homologie. Seul le domaine cytochrome b5 présente des homologues 
dans la PDB et permet une modélisation comparative par homologie. Pour ce faire, différents 
« templates26 », d’origines variées, ont été utilisés (Tableau 4-3). Ils présentent une identité de 
séquence comprise entre 37 et 45 % pour le domaine concerné, ce qui est suffisant pour une telle 
modélisation (30 % minimum). La superposition des templates et des modèles27  donne des 
RMSD28 compris entre 0,19 et 0,38 Å, ce qui indique une bonne adéquation entre les deux 
structures (Tableau 4-3). Cependant, on remarquera dans certains modèles la faible résolution 
du feuillet b (Figure 4-3A & C), voire l’absence totale de celui-ci (Figure 4-3B). 
Tableau 4-3. Homologues PDB du domaine Cyt-b5 de pfD6D. 
# PDB Type Origine Identité* RMSD** 
1CYO Microsomal Bos taurus 40 % 0,32 Å 
1DO9 Soluble Oryctolagus cuniculus 37 % 0,21 Å 
1MJ4 Sulfite oxydase Homo sapiens 45 % 0,38 Å 
3LF5 NADH réductase Homo sapiens 37 % 0,23 Å 
3NER Microsomal Homo sapiens 37 % 0,19 Å 
* Calculée par http://imed.med.ucm.es/Tools/sias.html. 
** Calculée par MacPyMOL. 
 
26 Le terme « template » est utilisé dans l’ensemble de ce travail pour se référer à une structure existante, répertoriée 
dans une base de données et utilisée comme référentiel lors d’une étape de modélisation. 
27 Le terme « modèle » est utilisé dans l’ensemble de ce travail pour se référer à une structure prédite correspondant 
au résultat d’une étape de modélisation. 
28 Déviation standard entre deux acides aminés occupant la même position dans des structures homologues. 
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Figure 4-3. Modèles obtenus par homologie pour le domaine Cyt-b5 de pfD6D. A – 1CYO ; B – 
1DO9 ; C – 1MJ4 ; D – 3LF5 ; E – 3NER. Vert, template PDB ; rouge, modèle ESyPred3D. 
 Modélisation par reconnaissance de conformation. Étant donné l’absence 
d’homologues pour l’ensemble de la protéine dans la PDB, pfD6D a été modélisée in toto par 
reconnaissance de conformation (Figure 4-4). Les résultats obtenus grâce aux programmes Phyre 
2 et RaptorX peuvent se répartir en deux groupes. 
• Le premier regroupe les modèles basés sur une conformation cytochrome (b5-like ou 
flavocytochrome b2). Ne prenant en compte que 10-12 % de la séquence totale de notre 
protéine (là où 30 % sont nécessaires pour valider une conformation), ces modèles 
présentent de nombreuses aberrations. Ainsi, à titre d’exemple, « 1LCO » inclut un 
pseudo-tonneau b en milieu de structure – les feuillets b sont réputés être présents 
uniquement au niveau du motif cytochrome b5 et les tonneaux b uniquement chez les 
protéines d’origine bactérienne (Figure 4-4A). Ces modèles ne peuvent donc être retenus. 
• Le second regroupe quant à lui tous les modèles basés sur d’autres conformations non 
corrélées à notre protéine – en grande partie à cause de la faible longueur du segment 
considéré (entre 2 et 19 % de la séquence totale). 
A la suite de la publication de deux structures cristallographiques de la stéaryl-CoA désaturase 
(SCD/D9D) chez M. musculus (4YMK) et Homo sapiens (4ZYO) dans le courant de l’année 2015 
[67,68], une seconde étape de modélisation par reconnaissance de conformation29 a été réalisée. 
Les résultats obtenus, quel que soit le programme utilisé, incluent les groupes de modèles 
 
29 Une étape de modélisation par homologie a préalablement été effectuée mais n’a donné aucun résultat, l’identité 
de séquence entre les SCD/D9D et pfD6D s’élevant à moins de 15 %. 
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identifiés, auxquels il faut adjoindre un dernier comportant les deux structures expérimentales 
dont il est question. Il y a donc bien reconnaissance de la conformation. Ces deux modèles ne 
peuvent cependant pas être validés tels quels – en raison notamment d’approximations 
concernant la localisation des 4 TMH et des 3 boîtes His ainsi que de la faible homologie (moins 
de 15 %) (Figure 4-4B). Néanmoins, les structures cristallographiques des SCD/D9D ont pu être 
utilisées dans le cadre de la méthode de novo/ab initio. 
 
Figure 4-4. Résultat de modélisation par reconnaissance de conformation pour pfD6D. A – 
Modélisation d’après 1LCO ; B – Modélisation d’après 4ZYO. Bleu, hélices a 
transmembranaires ; gris, domaine cytochrome b5. 
 Modélisation de novo/ab initio. La modélisation comparative n’ayant pas fourni de 
résultats probants, la méthode de novo/ab initio a donc été utilisée. Les données expérimentales 
(séquence) et théoriques (fragments, hydropathie et lipophilicité) ont permis la construction d’un 
modèle de pfD6D (Figure 4-5). S’agissant d’une « forme brute », c’est-à-dire ne prenant en compte 
que la chaîne principale, il est nécessaire d’ajouter la contribution des chaînes latérales de chacun 
des résidus en relaxant sa structure (Figure 4-6). Ce modèle présente néanmoins de nombreux 
défauts :  
• une mauvaise résolution des hélices a transmembranaires (présence d’un segment 
désordonné, hélice à moitié dans la membrane et hors de celle-ci, …) ; 
• une mauvaise localisation des 3 boîtes His (distance largement supérieure à 5 Å rendant 
impossible la formation d’un site catalytique actif) [69,70] ; 
• une occupation de l’espace dédié à la membrane par des éléments solubles (notamment 
en raison de la localisation des TMH). 
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Figure 4-5. Structure 3D théorique de pfD6D modélisée par Rosetta – Structure brute. 
 
Figure 4-6. Structure 3D théorique de pfD6D modélisée par Rosetta – Structure relaxée. Bleu, 
hélices a transmembranaires ; rouge, boîtes Histidine. 
 A côté de la prédiction in toto, c’est-à-dire de l’entièreté des 445 résidus composant notre 
protéine, plusieurs variantes simplifiées ont été utilisées afin de faciliter la modélisation d’un 
système aussi gros et complexe : sans l’extrémité N-terminale, sans la C-terminale, sans les deux 
extrémités, région membranaire seule, domaine « globulaire » seul, … Cependant, les éléments 
critiques impliqués d’une part dans la composition du site actif et d’autre part dans la sélectivité 
du substrat étant répartis sur l’ensemble de la séquence, il s’avère préférable de ne retenir comme 
base à la modélisation que la situation in toto. Une condition supplémentaire qu’il est possible 
d’apporter à la modélisation afin d’améliorer la qualité de la prédiction est l’utilisation de 
« contraintes », telles que la distance séparant deux résidus. C’est ce qui est présenté à la Figure 
4-7, dans laquelle la contrainte implémentée porte sur la localisation dans l’espace des 3 boîtes 
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His (estimée à environ 5 Å d’après un screening de la PDB30). Cette prédiction comporte 
cependant les mêmes faiblesses que la précédente. 
 
Figure 4-7. Structure 3D théorique de pfD6D modélisée par Rosetta – Structure contrainte. 
Bleu, hélices a transmembranaires ; rouge, boîtes Histidine. 
 Suite à la cristallisation des deux SCD/D9D, une nouvelle série de modélisations utilisant 
4ZYO comme template a été réalisée. A nouveau, une étape de « contrainte » portant sur la 
localisation dans l’espace des 3 boîtes His a été ajoutée. La distance les séparant ayant été 
graphiquement évaluée à une dizaine d’ångströms sur base de la structure 3D de 4ZYO, trois 
conditions ont été testées : 5 Å (correspondant à l’espace minimum pouvant être occupé par trois 
groupements histidine chélatant deux ions ferriques), 10 Å (distance inférée à partir de 4ZYO) et 
15 Å (distance maximale au-delà de laquelle la contrainte serait impossible à respecter). Malgré 
cette diversité de conditions, les prédictions obtenues ne satisfont toujours pas l’organisation 
spatiale attendue, tant du point de vue de la localisation des hélices a transmembranaires que de 
celle des boîtes His. Il apparaît ici clairement que pfD6D est un système bien trop gros (445 
résidus) et complexe (domaine globulaire non contraint de 85 acides aminés, moins de 25 % 
d’éléments membranaires – donc « naturellement » contraints) pour le protocole de modélisation 
de novo/ab initio de Rosetta@home. Ayant largement éprouvé les limites de ce programme, il ne 
nous semble techniquement pas possible de fournir un modèle valable de notre désaturase. 
 
30 La recherche a porté sur des protéines tout-a comprenant plusieurs TMH et cristallisées en présence de fer. Parmi 
les résultats obtenus, ont été retenues les structures impliquant plusieurs groupements histidine, comme par exemple 
la chémotaxine DcrH de Desulfovibrio vulgaris (2AWC) ou encore la ferritine FtnA de Pseudomonas aeruginosa (3R2L). 
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3.2. Modélisation de pfELOVL5 
3.2.1. Organisation 1D 
 La séquence en acides aminés de l’élongase ayant été déterminée précédemment (Figure 
3-3), pfELOVL5 correspond à un ORF de 885 paires de bases et à une protéine de 294 acides 
aminés ayant une masse moléculaire théorique de 35134 D et un point isoélectrique théorique 
de 9,431. Ces données de séquences sont similaires à celles trouvées dans la littérature, puisque 
les élongases comprennent généralement entre 288 et 295 résidus chez les poissons [71]. Comme 
observé précédemment, l’alignement de notre séquence avec celles d’élongases d’autres poissons 
indique les différents motifs réputés conservés : plusieurs hélices a32 (N31…K51, L65…T85, I109…F129, 
F141…V161, G169…I189, Y201…A221, K229…F249), un signal de rétention au RE (K289KLR292) et les 4 
motifs conservés (boîte KEDT, K120LIEFMDT127 ; boîte His, Q138MTFLHIYHH147 ; boîte Tyr, 
N173SFVHVVMYSYY184 ; boîte Gln, T203QLQLIQ209) – par ailleurs supposés être impliqués dans 
le site actif (Figure 3-7) [72–74]. 
3.2.2. Organisation 2D 
 Structure secondaire. 113 résidus sont impliqués dans des hélices a (38,44 %), 52 dans 
des feuillets b (17,69 %) et 120 dans des pelotes aléatoires (40,82 %), les 9 résidus restant (3,06 %) 
étant « ambigus ». Notre protéine adopte donc une structure secondaire majoritairement en 
hélices a, conformément à ce que l’on retrouve dans la littérature pour la grande famille des 
élongases [72,75]. 
 Solubilité, localisation et adressage. Conformément aux données de la littérature 
relatives aux élongases ELOVL [71,73], pfELOVL5 a été prédite comme étant insoluble – et donc 
membranaire. De plus, il s’avère qu’elle se localise au sein du réticulum endoplasmique, ce qui 
est confirmé par des expériences d’immunofluorescence et de cinétique enzymatique [76,77], 
ainsi que par la présence d’un signal de rétention au réticulum (K289Kxx292) [72,75]. Cependant, 
aucun peptide signal n’a pu être mis en évidence. Comme pour pfD6D, il est probable que 
l’adressage en membrane soit dirigé par un « signal hydrophobe » correspondant à l’une des deux 
premières TMH33 [77]. 
 Insertion et organisation en membrane. Au niveau topologique, la conformation en 
tonneau b a été écartée par la modélisation. La littérature indique d’ailleurs que ce type de 
configuration spatiale se retrouve exclusivement chez les procaryotes et dans les membranes 
biologiques eucaryotes d’origine bactérienne (mitochondries et plastes) [63,78]. Concernant la 
conformation en hélices a, les profils d’hydropathie indiquent la présence de plusieurs TMH au 
sein de pfELOVL5. Leur nombre fait majoritairement consensus : 12 programmes sur les 15 
utilisés en renseignent 7, alors que les 3 autres en indiquent 2, 5 ou 6 (Figure 4-8 ; Tableau 4-4). 
Nous pouvons donc conclure que pfELOVL5 est une protéine à 7 domaines transmembranaires, 
chacun comportant une hélice a. Bien qu’il n’y ait pas de consensus dans la littérature [72,79], 
il est communément admis que les élongases ont un nombre de TMH compris entre 5 et 7 [76,80] 
– chiffres qui correspondent en effet à plus de 90 % de nos résultats théoriques (Tableau 4-5). 
Au niveau de l’orientation des différents éléments solubles, l’extrémité N-terminale ainsi que les 
segments TMH 2-3, 4-5 et 6-7 sont orientés vers la lumière du réticulum endoplasmique, alors 
 
31 La littérature ne mentionne aucune donnée expérimentale de masse moléculaire ou de point isoélectrique pour 
les élongases. 
32 Renseignées dans la littérature mais sans preuves expérimentale ou théorique. 
33 La littérature ne mentionne aucune donnée expérimentale de peptide signal pour les élongases. 
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que l’extrémité C-terminale ainsi que les segments TMH 1-2, 3-4 et 5-6 se trouvent dans le cytosol 
(Figure 4-9). Notre modèle est par ailleurs confirmé par des éléments expérimentaux issus de la 
littérature : synthèse des précurseurs dans le cytoplasme, localisation des cofacteurs (cytochrome 
b5 et NADH-cytochrome b5 réductase) sur la face cytoplasmique du RE, preuve d’une inhibition 
de l’activité enzymatique à l’extérieur du RE [66,76,77]. 
 
Figure 4-8. Profil d’hydropathie de pfELOVL5. A – TMHMM ; B – SPLIT 4.0 ; C – Phobius ; 
D – OCTOPUS. 
Tableau 4-4. Profils d’hydropathie de pfELOVL5. 
Programme TMH#1* TMH#2 TMH#3 TMH#4 TMH#5 TMH#6 TMH#7 
SOSUI 31-52 65-87 --- --- --- --- --- 
SCAMPI 28-49 64-85 112-133 --- --- 201-222 231-252 
DAS 35-48 64-87 --- 150-158 175-186 208-216 237-251 
PHD 33-50 67-86 112-129 146-163 168-186 204-221 232-249 
SPLIT 35-51 61-93 109-131 141-163 171-189 200-226 234-252 
TM-Finder 39-48 65-91 110-130 146-156 175-184 205-218 235-250 
TMHMM 25-47 68-90 110-132 139-161 176-198 205-227 231-250 
TMpred 34-50 64-87 109-132 148-169 175-198 201-227 232-253 
TopPred 31-51 61-81 115-135 146-166 172-192 205-225 234-254 
HMMTOP 33-50 63-81 112-131 144-161 174-192 205-223 232-251 
OCTOPUS 31-51 65-85 109-129 141-161 169-189 201-221 229-249 
Philius 32-51 64-85 113-133 143-164 175-198 207-228 234-254 
Phobius 32-49 61-81 114-132 144-161 167-186 207-224 230-251 
Polyphobius 31-50 62-82 113-133 144-162 167-190 202-224 230-252 
SPOCTOPUS 30-51 64-85 109-130 142-163 170-191 204-225 229-250 
* Numéro des résidus. 
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Tableau 4-5. Nombre d’hélices a transmembranaires d’ELOVL5 recensé dans la littérature. 
# TMH Références Espèces 
2 Hastings et al., 2005 Salmo salar* 
4 Gregory et al., 2010 Thunnus maccoyii* 
5 Zheng et al., 2009 
Kim et al., 2012 
Morais et al., 2009 
Carmona-Antoñanzas et al., 2013 
Yamamoto et al., 2010 







5-6 Oh et al., 1997 
Jakobsson et al., 2006 








6 Alimuddin et al., 2008 Oncorhynchus mykiss* 
7 Blacklock et al., 2008 
Mohd-Yusof et al., 2010 
Vrinten et al., 2010 
 
Hernandez-Buquer & Blacklock, 2013 












Ø Agaba et al., 2004 












Divers procaryotes et eucaryotes 
* Poissons. 
3.2.3. Organisation 3D 
 Domaines fonctionnels. Contrairement à pfD6D, un seul domaine Pfam a été identifié : 
ELO (PF01151), qui correspond à la fonction « élongase ». 
 Modélisation par homologie. La PDB ne comprenant aucun homologue d’élongase, il 
n’a pas été possible d’utiliser la modélisation par homologie. 
 Modélisation par reconnaissance de conformation. pfELOVL5 a donc été modélisée in 
toto par reconnaissance de conformation (Figure 4-10). Les résultats donnés par les programmes 
Phyre 2 et RaptorX se basent soit sur des familles non apparentées à notre protéine (Figure 4-
10A), soit sur le domaine membranaire du complexe respiratoire I, c’est-à-dire la NADH-CoQ 
réductase/NADH déshydrogénase d’E. coli (3RKO, 3,0 Å de résolution, 8,6 % d’identité de 
séquence avec pfELOVL5) et de Thermus thermophilus (4HE8, 3,3 Å de résolution, 9,5 % d’identité 
de séquence avec pfELOVL5) (Figure 4-10B) [81,82]. 
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Figure 4-9. Modèle théorique 2D de pfELOVL5 (http://wlab.ethz.ch/protter/start/). 
• Concernant le premier groupe, la faible longueur du segment considéré (entre 2 et 16 % 
de la séquence totale) combinée à l’absence de parenté entre les templates et notre protéine 
nous conduisent à invalider ces modèles. 
• En ce qui concerne le second groupe, on peut remarquer la présence de 7 hélices a 
transmembranaires dans une configuration permettant une insertion en membrane. Bien 
que la localisation des résidus conservés, réputés impliqués dans le site catalytique (boîtes 
KEDT, His, Tyr, Gln), ne soit pas optimale, et malgré la présence d’une huitième (courte) 
hélice – cependant localisée hors de la région membranaire –, nous avons utilisé ces 
modèles comme templates dans le cadre de la modélisation de novo/ab initio. 
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Figure 4-10. Résultat de modélisation par reconnaissance de conformation pour pfELOVL5. 
A – Modélisation d’après 1Q90 (un cytochrome b6f) ; B – Modélisation d’après 3RKO. Bleu, 
hélices a transmembranaires ; rouge, résidus conservés réputés impliqués dans le site 
catalytique. 
 Modélisation de novo/ab initio. De même que pour pfD6D, deux séries de modèles ont 
été générées grâce au programme Rosetta@home : l’une sans template, l’autre avec le template 
dérivé de 3RKO (choisi en raison de sa meilleure résolution). De plus, quatre conditions de 
contraintes ont été utilisées (distance entre les 4 boîtes conservées) : 0, 5, 10 et 15 Å. Les modèles 
bruts générés ont ensuite été relaxés (Figure 4-11) et les plus favorables en termes énergétiques 
sélectionnés – il est à noter que, quelle que soit la modalité appliquée (template ou contrainte), 
celle-ci ne semble pas influencer leur résolution. Les diagrammes de Ramachandran réalisés par 
la suite viennent appuyer la qualité et la plausibilité des différents modèles générés (Figure 4-12). 
Dans la suite des analyses, il faudra néanmoins prêter attention aux différentes « faiblesses » 
possibles de nos prédictions : 
• la localisation des résidus conservés et potentiellement impliqués dans le site actif (boîtes 
KEDT, His, Tyr, Gln) ; 
• l’occupation de l’espace dédié à la membrane par des éléments solubles (notamment en 
raison de la localisation de TMH) ; 
• la résolution des hélices a transmembranaires, notamment vis-à-vis d’un éventuel 
décalage dans leur localisation ou d’une orientation incorrecte par rapport à la 
membrane. 
Chapitre 4 – Modélisation de la structure tridimensionnelle des protéines d’intérêt 
 70 
 
Figure 4-11. Modèle 3D de pfELOVL5 obtenu par Rosetta – Structure relaxée. Bleu, hélices a 
transmembranaires ; rouge, résidus conservés réputés impliqués dans le site catalytique. 
 
Figure 4-12. Diagramme de Ramachandran. A – Modèle d’ELOVL5 généré sans template ; 
B – Modèle d’ELOVL5 généré à partir du template 3RKO. 
Dans la suite de ce travail, deux modèles ont été choisis, l’un provenant de la série « sans template 
+ 5 Å de contrainte » (« ELOVL_SANS »), l’autre de la série « avec template + 0 Å de contrainte » 
(« ELOVL_3RKO). 
 Insertion en membrane et dynamique moléculaire. ELOVL_SANS et ELOVL_3RKO 
ont ensuite été insérés dans une bicouche lipidique de SLPC (Figure 4-13). Ce phospholipide a 
été choisi car la phophatidylcholine représente plus de 50 % du contenu lipidique du RE (base 
de données OMP34). Par ailleurs, son groupement linoléyle (C18:2D9,12) est proche de l’acide g-
 
34 http://opm.phar.umich.edu/atlas.php?membrane=Endoplasmic%20reticulum%20membrane 
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linolénique (C18:3D6,9,12), un des substrats de ELOVL5 (18 carbones, plusieurs doubles 
liaisons). De plus, l’acide linoléique est un substrat direct de ELOVL5 dans la voie alternative 
« D8D » [83–86]. 
 
 
Figure 4-13. ELOVL5_3RKO dans une bichouche de SLPC. A – Vue latérale ; B – Vue du dessus. 
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 Les simulations de dynamique moléculaire ont été réalisées sur une plage de 210 ns avec 
échantillonnage toutes les 10 secondes. En ce qui concerne le contenu en structures secondaires, 
chaque motif reste stable tout le long de la simulation, avec 60-70 % d’hélices a et aucun 
coude/pont/feuillet b. Ces résultats confirment et affinent notre prédiction initiale 
(conformation hélicoïdale). En outre, les différentes « faiblesses » relevées ont pu être « ajustées » 
grâce à l’insertion en membrane et à la MD. Par ailleurs, les diagrammes de RMSD et RMSF 
confirment la robustesse de nos modèles (Figure 4-14), avec respectivement moins de 1 et 0,5 Å 
(jusqu’à 2 Å aux extrémités) pour ELOVL_SANS et moins de 0,8 et 0,6 Å (jusqu’à 1,4 Å aux 









Figure 4-14. Diagrammes de RMSD/RMSF. A – RMSD d’ELOVL5_SANS ; B – RMSF 
d’ELOVL5_SANS ; C – RMSD d’ELOVL5_3RKO ; D – RMSD d’ELOVL5_3RKO. 
3.2.4. Interactions enzyme-substrat 
 Les deux modèles sélectionnés ne pouvant être discriminés sur base de leur diagramme 
de Ramachandran, RMSD ou RMSF, les simulations d’interactions enzyme-substrat ont été 
réalisées à la fois sur ELOVL_SANS et ELOVL_3RKO. 
 L’absence d’une « poche catalytique » suffisamment grande chez ELOVL_SANS n’a pas 
permis de générer des propositions d’amarrage moléculaire entre l’enzyme et son substrat. Les 
modèles discutés porteront donc uniquement sur ELOVL_3RKO et ses deux substrats 
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Tableau 4-6. Distances (en Å) enzyme-substrat en fonction du mode de liaison et de l’acide 
aminé impliqué. 
Mode Itération Score W114 Y117 K120 H177 Q209 
pW 1 68,04 1,3  1,3 1,0  
2 59,85 1,9  1,5 3,3  
3 62,17 1,6  1,5 1,6  
4 61,10 2,0  2,1 1,3  
5 58,24 1,9  1,8 1,1  
HBO 6 65,65  2,0 1,6  2,7 
7 63,75  2,0 1,6  2,8 
8 58,58  2,4 1,8  3,0 
9 58,67  1,9 1,7  4,1 
Type de liaison CH-π Pont H Pont H Pont H Pont H 
Site catalytique / X X X X 
Motif conservé / / KEDT Tyr Gln 
Résolution de conservation / / Absolt Absolt Hautemt 
 Deux modes de liaisons de l’acide γ-linolénique ont pu être identifiés : « pW » et « HBO » 
(Tableau 4-6). 
• Dans le mode pW, deux types d’interactions moléculaires sont impliquées : une liaison 
hydrogène35 entre le carboxylate du ligand et la fonction polaire des résidus K120 et H177 
(H···N), et une interaction CH-p36 entre la chaîne alkyle du ligand et le groupement indole 
du résidu W114 (Figure 4-15A). 
• Dans le mode HBO, seules sont impliquées des liaisons hydrogène entre le carboxylate 
du ligand et les fonctions polaires des résidus Y117 et Q209 (respectivement H···O et H···N) 
(Figure 4-15B). 
Dans le cas de l’acide arachidonique, seul le mode HBO a été observé, impliquant deux liaisons 
hydrogène entre le carboxylate du ligand et les fonctions polaires des résidus Y117 et H177 
(respectivement H···O et H···N). 
 Les quatre liaisons hydrogène identifiées se répartissent entre liaisons : 
• très fortes (entre 1,2 et 1,5 Å) : H177-ligand (1,3-1,6 Å) ; 
• fortes (entre 1,5 et 2,2 Å) : Y117-ligand et K120-ligand (respectivement 2,1 et 1,7 Å) ; 
• faibles (2,2 et 3,0 Å) : Q209-ligand (3,2 Å) [87]. 
L’interaction CH-p (1,7 Å) se trouve quant à elle dans la gamme de distance décrite dans la 
littérature (< 3,05 Å) [88]. Par ailleurs, dans un mode comme dans l’autre, la chaîne alkyle du 
ligand se localise à proximité de résidus hydrophobes ou aromatiques : 
• L28, W26, L113, Y117, V176 et L212 pour pW ; 
• L28, A105, I110, L113, W114 et V176 pour HBO. 
 Certains résidus impliqués dans ces interactions moléculaires font partie des motifs 
conservés d’ELOVL (K120 dans la boîte KEDT, H177 dans la boîte Tyr et Q209 dans la boîte Gln). 
Parmi eux, K120 et H177 sont absolument conservés parmi les élongases d’acides gras et Q209 
hautement conservé. Seul W114 semble ne pas faire partie du site catalytique [74]. 
 
35 Interaction de type électrostatique très fréquemment rencontrée au sein des macromolécules biologiques. 
36 Configuration « edge-to-face » des interactions de type π-π. 






Figure 4-15. Résultat de l’amarrage moléculaire de l’acide g-linolénique sur ELOVL5_3RKO. 
A – Mode pW ; B – Mode HBO. 
4. Réalisations à l’issue de ce chapitre 
 Par cette approche théorique, nous avons réussi d’une part, par la méthode de novo/ab 
initio, à modéliser pfELOVL5, l’une des deux enzymes du métabolisme des acides gras longs chez 
P. fluviatilis. D’autre part, grâce à la technique de l’amarrage moléculaire, nous avons pu proposer 
deux modes de liaison de cette enzyme à deux de ses substrats, les acides g-linolénique et 
arachidonique. 
 Étant donné les limites techniques de Rosetta@home concernant les gros systèmes, il ne 
nous a cependant pas été possible de proposer un modèle théorique pour pfD6D. 
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1. Enzymes du métabolisme lipidique de P. fluviatilis – Contexte et objectif 
 Cette étude s’est inscrite dans la problématique générale de l’approvisionnement des 
populations humaines en ressources alimentaires et plus spécifiquement du développement de 
l’aquaculture comme alternative à la pêche. Dans ce cadre, la perche commune (Perca fluviatilis 
Linnaeus, 1758) a été utilisée comme espèce modèle du métabolisme des acides gras longs 
polyinsaturés (HUFA), cette dernière se révélant capable de synthétiser ces lipides d’intérêt 
nutritif pour l’homme à partir de leurs précurseurs végétaux (PUFA). Dans ce contexte, l’objectif 
général de ce travail était la caractérisation structurale d’une désaturase de type FED et d’une 
élongase de type ELOVL, enzymes clés de la voie de synthèse des HUFA chez les eucaryotes, dans 
le but de déterminer les fondamentaux moléculaires sous-tendant ce processus biochimique chez 
les poissons et de proposer les premiers modèles structuraux et mécanistiques de ces deux familles 
d’enzymes chez les animaux. La stratégie mise en place a reposé sur la combinaison de méthodes 
expérimentales et théoriques, utilisées de manière successive pour chacune des enzymes 
caractérisées. 
2. pfD6D, une désaturase de type FED 
 A partir de matériel biologique frais, nous avons d’abord isolé la séquence nucléotidique 
d’une désaturase de type « front-end » pour ensuite identifier sa séquence peptidique. Différentes 
séries de PCR ont permis d’amplifier un transcrit de 1338 paires de bases, codant une protéine 
de 445 acides aminés. Une analyse phylogénétique couplée à un alignement de séquences d’autres 
désaturases (D5D et D6D) ont montré que cette protéine se regroupe avec d’autres FED de 
poissons (jusqu’à 91 % d’identité de séquence) et présente les différents motifs conservés par ce 
type de désaturase : un domaine cytochrome b5 N-terminal typique, plusieurs hélices a 
transmembranaires et les 3 « boîtes conservées » His – impliquées dans le site catalytique. 
L’identification formelle de cette enzyme comme étant pfD6D a été rendue possible par la 
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détermination de sa fonction en système hétérologue1. A partir de ces données expérimentales, 
nous avons proposé un modèle d’organisation « 2D » de pfD6D. Cette dernière présente une 
structure secondaire impliquant en majorité des hélices a et, pour le motif cytochrome b5, des 
feuillets b. Protéine membranaire du réticulum endoplasmique lisse, une analyse par profils 
d’hydropathie nous a permis de mettre en évidence une structure à 4 hélices a – incluant une 
« a helical hairpin » – dont les éléments solubles sont orientés vers le cytosol, lieu de synthèse des 
précurseurs de ses substrats principaux. Malgré l’utilisation de différents modes de prédiction 
(par homologie, par reconnaissance de conformation et de novo/ab initio), ainsi que l’existence de 
structures cristallographiques d’enzymes apparentées (SCD/D9D) mais non homologues, il n’a 
techniquement pas été possible d’obtenir un modèle 3D suffisamment robuste de cette protéine. 
3. pfELOVL5, une élongase de type ELOVL 
 L’approche génétique, réalisée à partir de matériel biologique frais, a permis d’une part 
d’isoler la séquence nucléotidique d’une élongase de type ELOVL, et d’autre part d’identifier sa 
séquence peptidique. 
 De même que pour pfD6D, nous avons amplifié par PCR un transcrit de 885 paires de 
bases, codant une protéine de 294 acides aminés. En combinant une analyse phylogénétique et 
un alignement de séquences (ELOVL2, 4, 5), nous avons identifié pfELOVL comme étant une 
élongase du cinquième groupe (ELOVL5). Elle présente en effet les différents motifs conservés 
caractéristiques : plusieurs hélices a transmembranaires, un signal de rétention au réticulum 
endoplasmique et les 4 « boîtes conservées » typiques (KEDT, His, Tyr et Gln) – par ailleurs 
impliquées dans le site catalytique. L’identification formelle de cette enzyme comme étant 
pfELOVL5 n’a cependant pas été possible malgré une série de tests en système hétérologue2. Sur 
base de la séquence obtenue expérimentalement, il nous a été permis de proposer d’une part un 
modèle d’organisation « 2D » de pfELOVL5 et d’autre part un modèle 3D. Cette protéine 
membranaire du réticulum endoplasmique lisse présente une structure secondaire en hélices a, 
dont 7 ont été prédites être insérées en membrane. Grâce aux méthodes prédictives par 
reconnaissance de conformation et de novo/ab initio, nous avons déterminé deux modèles 
topologiques de pfELOVL5, dont l’un – suite à son insertion dans une bicouche lipidique de 1-
stéaroyl-2-linoléoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine – nous a permis de mettre en évidence deux 
modes de liaison enzyme-substrat. La technique de l’amarrage moléculaire a en effet permis de 
montrer des interactions de type liaisons hydrogène et CH-p entre plusieurs résidus des « boîtes 
conservées » de la protéine et l’un de ses substrats (l’acide g-linolénique)3. 
4. Développements possibles 
 Les perspectives de ce travail sont nombreuses. L’obtention des séquences nucléotidiques 
de pfD6D et pfELOVL5 peut en effet permettre : 
 
1 La détermination de la fonction de cette protéine a été réalisée dans le cadre d’un projet FNRS-FRFC (#6.8073.70) 
dans lequel le présent travail s’inscrit en partie. 
2 Ceux-ci ont été réalisés dans le cadre du projet FNRS-FRFC #6.8073.70. 
3  Concernant l’acide arachidonique, l’autre substrat testé, seules des liaisons hydrogène sont impliquées dans 
l’interaction avec l’enzyme. 
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• d’une part, d’approfondir les aspects génétiques (approche expérimentale) et 
modélisation (approche théorique) ; 
• d’autre part, d’envisager l’utilisation de techniques de surproduction en système 
hétérologue4 afin d’isoler « physiquement » ces enzymes (approche expérimentale). 
A partir de là, plusieurs options sont envisageables pour approfondir la compréhension de leur 
mécanisme d’action. 
 Concernant l’approche théorique5, la construction de modèles 3D et la découverte de 
différents modes de liaison au substrat peuvent conduire à des expériences de mutagenèse dirigée 
afin d’affiner la définition du site catalytique et de déterminer l’importance des résidus-clés 
impliqués, que ce soit au niveau des interactions directes avec le substrat (liaisons hydrogène et 
CH-p) ou dans l’établissement d’un environnement favorable à la stabilité de ce dernier. De plus, 
outre la nécessité d’investiguer le comportement d’acides gras issus de la série des w3, il serait 
intéressant d’étudier la sélectivité des enzymes vis-à-vis de différents PUFA/HUFA et de 
déterminer s’il existe des mécanismes de compétition et/ou d’exclusion. Par ailleurs, toujours 
dans l’optique d’affiner notre modèle et ses modes de liaisons, il serait opportun de tester d’autres 
membranes lipidiques que SLPC, la mécanistique propre aux membranes biologiques étant 
réputée influencer le comportement des protéines qui y sont insérées. 
 En ce qui concerne l’approche expérimentale, outre l’approfondissement des aspects 
génétiques via l’identification d’éventuels variants d’épissage6 ou encore l’étude de mécanismes 
d’activation des gènes responsables de l’expression sélective de ces deux protéines en fonction des 
espèces, la surexpression et l’isolation physique de ces deux acteurs enzymatiques permettraient 
de se pencher sur l’étude de leur activité, que ce soit au niveau de leur cinétique, de leur efficacité, 
de l’existence d’éventuels modulateurs ou encore de mécanismes de régulation des voies 
métaboliques de synthèse des PUFA/HUFA. 
 Ces différentes analyses biochimiques peuvent conduire à une approche plus 
« intégrative » : 
• investigation de la distribution tissulaire des acides gras, de leur stockage et de leur 
métabolisation (cinétique et efficacité enzymatiques) ; 
• établissement de profils en acides gras, de bilans corporels, détermination de la 
digestibilité et de l’influence sur le développement (efficacité enzymatique) ; 
• détermination de l’influence sur d’autres voies métaboliques, études protéomiques et de 
physiologie des systèmes (modulateurs enzymatiques) ; 
• … 
En outre, les étapes de mutagenèse dirigée et de sélectivité vis-à-vis du substrat évoquées du point 
de vue théorique peuvent également se décliner au niveau expérimental à partir de l’isolation 
physique des protéines d’intérêt. 
 
4 Voir à ce sujet : (1) Y. Bai, J.G. McCoy, E.J. Levin, P. Sobrado, K.R. Rajashankar, B.G. Fox, M. Zhou, X-ray structure 
of a mammalian stearoyl-CoA desaturase, Nature 524 (2015) 252–256 ; (2) H. Wang, M.G. Klein, H. Zou, W. Lane, 
G. Snell, I. Levin, K. Li, B.-C. Sang, Crystal structure of human stearoyl–coenzyme A desaturase in complex with 
substrate, Nat. Struct. Mol. Biol. 22 (2015) 581–585. 
5 Ce point ne concerne pour l’instant que pfELOVL5, étant donné la difficulté à obtenir une structure 3D théorique 
de pfD6D. 
6 Cette étape a déjà été réalisée pour pfD6D. Voir à ce sujet : F. Geay, E. Tinti, J. Mellery, C. Michaux, Y. Larondelle, 
E. Perpète, P. Kestemont, Cloning and functional characterization of Δ6 fatty acid desaturase (FADS2) in Eurasian 
perch (Perca fluviatilis), Comp. Biochem. Physiol. Part B Biochem. Mol. Biol. 191 (2016) 112–125. 
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 Si les différentes pistes envisagées ci-dessus ciblent de manière privilégiée un 
approfondissement de nos connaissances sur le sujet, notamment au niveau des fondamentaux 
moléculaires du métabolisme des acides gras chez les poissons (et les vertébrés de manière 
générale), il ne faudrait pas se cantonner à une (des) étude(s) purement fondamentale(s). Ainsi, 
la description et la compréhension des acteurs du métabolisme des lipides chez les poissons 
doivent rencontrer des applications sur le terrain, non seulement en aquaculture, mais également 
en nutrition humaine afin de fournir des perspectives effectives aux problématiques actuelle et 
future de l’approvisionnement des populations humaines en ressources alimentaires. Ces aspects 
débordent largement du domaine de la science, touchant aussi bien l’économique que le 
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1. Tableau A-1. Diversité des désaturases d’acides gras 
Groupe Activité de désaturation Réactions 




























D9-myristoyl-ACP C14:0 à C14:1D9 pxD9-M-ACP-DES 
D4-palmitoyl-ACP C16:0 à C16:1D4 csD4-P-ACP-DES 
hhD4-P,D9-S-ACP-DES† 
D6-palmitoyl-ACP C16:0 à C16:1D6 taD6-P-ACP-DES 
D9-palmitoyl-ACP C16:0 à C16:1D9 asD9-P-ACP-DES 
duD9-P-ACP-DES 
D6-stéaroyl-ACP C18:0 à C18:1D6 csD6-S-ACP-DES 







































D5 C16-20:0 à C16-20:1D5 alAL21 (C16-18)c,d 
laD5DES (C20)c 
D6 C16:0 à C16:1D6 rnD6D 
D9 C14-18:0 à C14-18:1D9 
≥ C20:0 à ≥ C20:1D9 




































w5/D13 C18:1Dt-11 à C18:2Dt-11,c-13 rnFADS3 
w3/D11 C14:1D9 à C14:2D9,11 epD11D 
w3/D15 C18:2n-6 à C18:3n-3 






w3/D17 C20:3n-6 à C20:4n-3 




































 w6/w3 (D12D15  et 
D12D15D17) 
C14:1D9 à C14:2D9,12 
C16:2D9,12 à C16:3D9,12,15 
C18:1n-9 à C18:2n-6 
C18:2n-6 à C18:3n-3 
C18:3n-6 à C18:4n-3 
C20:3n-6 à C20:4n-3 












D4 C22:4n-6 à C22:5n-6 
C22:5n-3 à C22:6n-3 
igD4 
hsD4D/FADS2 
D5 C18:2n-6 à C18:3n-6 
C18:3n-3 à C18:4n-3 
C20:2n-6 à C20:3n-6 
C20:3n-3 à C20:4n-3 
C20:3n-6 à C20:4n-6 
C20:4n-3 à C20:5n-3 
alAL10 (C20)c,d 




D6 C18:2n-6 à C18:3n-6 
C18:3n-3 à C18:4n-3 
C24:4n-6 à C24:5n-6 













D8 C20:2n-6 à C20:3n-3 





s D9D12 C14-16:0 à C14-16:1D9 
C16-18:1D9 à C16-18:2D9,12 
adD9D12D 
FADS4 Inconnue Mammifères 
a ac, Acanthamoeba castellanii ; ad, Acheta domesticus ; al, Anemone leveillei ; as, 
Asclepias syriaca ; at, Arabidopsis thaliana ; bo, Borago officinalis ; ce, Caenorhabditis 
elegans ; ch, Calanus hyperboreus ; cr, Choristoneura rosaceana ; cs, Coriandrum sativum ;  
csa, Cucumis sativus ; cp, Ceratodon purpureus ; cpu, Claviceps purpurea ; dm, Drosophila 
melanogaster ; du, Doxantha unguis-cati ; ep, Epiphyas postvittana ; gc, Glossomastix 
chrysoplasta ; hh, Hedera helix ; hs, Homo sapiens ; ig, Isochrysis galbana ; kl, Kluyveromyces 
lactis ; la, Limnanthes alba ; ma, Mortierella alpina ; mm, Mus musculus ; mr, Mucor rouxii ; 
ost, Ostrinia sp. ; pa, Papio anubis ; pri, Primula sp. ; px, Pelargonium xhortorum ;  rc, Ricinus 
communis ; rn, Rattus norvegicus ; rni, Ribes nigrum ; sc, Saccharomyces cerevisiae ; sd, 
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Saprolegnia diclina ; sk, Saccharomyces kluyveri ; sl, Spodoptera littoralis ; sp, Spirulina 
platensis ; ta, Thunbergia alata ; ts, Thalassiosira pseudonana. 
b Les acyl-ACP désaturases, à l’exception de la D9-stéaroyl-ACP, sont uniquement exprimées 
dans les graines. 
c Ces désaturases sont uniquement exprimées dans les graines. 
d Ces désaturases ne possèdent pas de domaine cytochrome b5 fusionné. 
e DESAT1 et DESAT2 sont uniquement exprimées chez les femelles. 
f Cette désaturase est la seule de type « front-end » a avoir été isolée ailleurs que dans les 
graines (feuilles). 
† Structure cristallographique disponible pour l’espèce citée [1–4]. 
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Desaturase Gene from Mortierella alpina, J. Biol. Chem. 273 (1998) 19055–19059. 
2. Tableau A-2. Diversité des élongases d’acides gras 
Elongasea Réactionsb Exemples chez divers organismesc 
ELOVL1 SFA : C18 à C28 
MUFA : C20 à C24 
hsELG1/ELOVL1 




ELOVL2 PUFA : C20 à C24 hsELG3/ELOVL2 
mmSSC2/ELOVL2 
ELOVL3 SFA : C16 à C24 




ELOVL4 VLC-SFA : ≥ C24 
VLC-PUFA : ≥ C24 
hsELOVL4 
mmELOVL4 
ELOVL5 PUFA : C18 à C22 ceCEELO1 (C18 à C20) 
ceELO2 (C18 à C20) 
ciELO 
hsHELO1/ELG4/ELOVL5 
igASE1 (C18 à C20) 
maGLELO/EL2 (C18 à C20) 
otELO1 (C18 à C20) 
otELO2 (C20 à C22) 
pavELO (C20 à C22) 
pinELO (C18 à C20) 
pirELO (C18 à C22) 
ppPSE1 (C18 à C20) 
rnELO1 
tpELO1 (C18 à C20) 




ELOVL6 SFA : C16 à C18 






ELOVL7 (SFA : C16 à C22) 
MUFA : C18 à C20 
(PUFA : C18 à C20) 
hsELOVL7 
Autres SFA : C4 à C18 hsLCE/FACE (C12 à C16) 
mmLCE/FACE (C12 à C16) 
scELO1p (C14 à C16) 
tbELO1 (C4 à C10) 
tbELO2 (C10 à C14) 
tbELO3 (C14 à C18) 
SFA : C16 à C28 atKCS1-21 (élongases FAE-like et CER-like) 
MUFA : C12 à C18 ceCEELO1 (C16 à C18) 
ddELOA (C16:1D9 à C18:1D11) 
hsLCE/FACE (C12 à C16) 
mmLCE/FACE (C12 à C16) 
MUFA : C16 à C22 atKCS1-21 (élongases FAE-like et CER-like)† 
PUFA : C18:2 à C20:2 atKCS2/DAISY (élongase FAE-like)d 
atKCS18/FAE1 (élongase FAE-like)e 
Inconnue atFEN1 (élongase ELO-like) 
atSUR4/GNS1 (élongase ELO-like) 
a ELOVL1 est impliquée dans la synthèse des sphingolipides et la formation des membranes ; 
ELOVL2 et ELOVL5 sont impliquées dans la synthèse des HUFA ; ELOVL3 est impliquée dans la 
formation des triglycérides dans le tissu adipeux brun ; ELOVL4 est principalement présente 
dans la rétine, le cerveau et les testicules. 
b Les parenthèses indiquent une activité faible et/ou secondaire. 
c at, Arabidopsis thaliana ; ce, Caenorhabditis elegans ; ci, Ciona intestinalis ; dd, 
Dictyostelium discoideum ;  hs, Homo sapiens ; ig, Isochrysis galbana ; ma, Mortierella alpina ; 
mm, Mus musculus ; os, Ostreococcus tauri ; pav, Pavlova sp. ; pin, Phytophthora infestans ; 
pin, Pythium irregulare ; pp, Physcomitrella patens ; rn, Rattus norvegicus ; sc, 
Saccharomyces cerevisiae ; tb, Trypanosoma brucei ; tp, Thalassiosira pseudonana ; xl, 
Xaenopus laevis. 
d DAISY est impliquée dans la synthèse de cires et exprimée dans l’épiderme, les racines, les 
graines, les fleurs et les fruits. 
e FAE1 est impliquée dans la synthèse de triglycérides de stockage et seulement exprimée 
dans les graines. 
† Modèle 3D disponible pour KCS1, KCS13 et KCS19 [1]. 
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Highly unsaturated fatty acids
Fatty acid desaturase 2
Tissue expression
The Eurasian perch (Perca fluviatilis) is a freshwater carnivorous species of high interest to diversify inland aqua-
culture. However, little is known about its ability to bioconvert polyunsaturated fatty acids (PUFAs) from plant
oils into long chain polyunsaturated fatty acids (LC-PUFAs). In this study, special attention has been given to
the fatty acid desaturase 2 (FADS2) which is commonly described to be a rate-limiting enzyme of the LC-PUFA
biosynthesis. This work reports on the cloning, tissue expression and functional characterization of the Eurasian
perch fads2, but also on the cloning of two alternative splicing transcripts named fads2-AS1 and fads2-AS2. The
fads2 cDNA cloned is composed of an open reading frame (ORF) of 1338 nucleotides (nt) and encodes a protein
of 445 amino acids. This deduced amino acid sequencedisplays the typical structure ofmicrosomal FADS2 includ-
ing two transmembrane domains and anN-terminal cytochrome b5 domainwith the “HPGG”motif. Quantitative
real-time PCR assay of fads2, fads2-AS1 and fads2-AS2 expressions revealed that the fads2 transcript was mainly
expressed in the liver and intestine and exhibited a typical gene expression pattern of freshwater species
while fads2-AS1 and fads2-AS2 genes were highly expressed in the brain, followed by the liver and intestine.
Functional characterization of Eurasian perch FADS2 in transgenic yeast showed a fully functional Δ6
desaturation activity toward C18 PUFA substrates, without residual Δ5 and Δ8 desaturase activities.
© 2015 Elsevier Inc. All rights reserved.
1. Introduction
Fish are the main dietary source of long chain polyunsaturated fatty
acids (LC-PUFAs) such as eicosapentaenoic acid (EPA, 20:5n−3) and
docosahexaenoic acid (DHA: 22:6n−3) from the n−3 series, and the
arachidonic acid (ARA, 20:4n−6) from the n−6 series. These LC-
PUFAs are well known to be essential for fish development, and also
provide some benefits for human health by reducing cardiovascular
and neurological diseases (Fernandes and Venkatraman, 1993). In re-
sponse to theworldwide stagnation of fisheries, the aquaculture activity
rapidly increased throughout the world since the 1990s to cover the
consumer's demand. Unfortunately, the high n−3 LC-PUFA concentra-
tions in farmed fish flesh are maintained by the use of fish oils,
themselves largely produced from feed grade marine fisheries. This sit-
uation is not sustainable in the long term since it further reduces the
marine fish stocks. The use of terrestrial plant ingredients to replace
fish oil and fish meal in the fish farmed nutrition has been investigated
since the 90s. However, contrary to fish oil, vegetable oils are deprived
in LC-PUFA but are rich in fatty acids with 18 carbon atoms. Most
of these oils contain a significant proportion of polyunsaturated
fatty acids (PUFAs), some being particularly rich in linoleic acid
(LA, 18:2n−6), while a few contain mostly α-linolenic acid (ALA,
18:3n−3). Thus, the possibility of using transgenic terrestrial plant
with endogenous LC-PUFA biosynthesis capacities has been examined
recently (Ruiz-Lopez et al., 2015).
The C18 PUFA can be converted into LC-PUFA through a succession of
desaturation and elongation reactions, described as the “Sprecher path-
way” in vertebrates (Sprecher et al., 1995). Synthesis of EPA andARA re-
spectively from ALA and LA precursors involves a Δ6 desaturation
(FADS2) to produce 18:4n−3 and 18:3n−6, then an elongation
(ELOVL5) to 20:4n−3 and 20:3n−6 respectively and then followed
by a Δ5 desaturation (FADS1) (Cook, 1996). An alternative pathway
involving an elongation of the C18 precursor to produce 20:3n−3,
followed by a Δ8 desaturation catalyzed by FADS2 has been described
in many teleost fish (Monroig et al., 2011). However, as demonstrated
by the authors,marine species exhibited higherΔ8 desaturation activity
than freshwater/diadromous fish. According to the “Sprecher pathway”,
the synthesis of DHA from EPA is achieved by two elongation steps,
followed by a secondΔ6 desaturation step, and a final β-oxidation reac-
tion. Additionally to this conventional pathway, a shorter pathway to
produce DHA from EPA through a Δ4 desaturation and an elongation
has been recently described in the white-spotted spinefoot (Siganus
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canaliculatus) (Li et al., 2010), the Senegalese sole (Solea senegalensis)
(Morais et al., 2012), the pike silverside (Chirostoma estor) (Fonseca-
Madrigal et al., 2014) and the striped snakehead (Channa striata) (Kuah
et al., 2015). Among teleosts, it is well established thatmarinefish species
have a very low LC-PUFA biosynthesis capacities from PUFA precursors
compared with anadromous and freshwater/diadromous fish species
such as salmonids and zebrafish. The main hypothesis proposed to ex-
plain this difference is a loss of LC-PUFAendogenousbiosynthesis capacity
in response to trophic position. Indeed, most carnivorous fish species ob-
tain their LC-PUFA directly through the ingestion of their LC-PUFA-rich
preys (Zheng et al., 2004). At the molecular level, this loss of function is
attributed to deficiencies of desaturase and/or elongase enzymatic
activities (Tocher, 2003).
To improve the knowledge on LC-PUFA synthesis ability in fish, sev-
eral fatty acid desaturase cDNAs have been cloned infish species (Seiliez
et al., 2001; Zheng et al., 2004), including a single bifunctional Δ6/Δ5
desaturase gene from the freshwater zebrafish (Danio rerio) (Hastings
et al., 2001) and distinct fads2 and fads1 genes from the cartilaginous
catshark (Scyliorhinus canicula) (Castro et al., 2012).With the exception
of zebrafish, only fads2 cDNAshave been cloned from teleost fish such as
Atlantic salmon (Salmo salar) (Hastings et al., 2004; Zheng et al., 2005),
Atlantic cod (Gadus morhua) (Tocher et al., 2006), European seabass
(Dicentrarchus labrax) (Gonzáles-Rovira et al., 2009; Santigosa et al.,
2011), gilthead sea bream (Sparus aurata) (Zheng et al., 2004) and
cobia (Rachycentron canadum) (Zheng et al., 2009). However, as it
has been described above, someof these FADS2 proteins display a diver-
sification of their desaturation activities (Δ4,Δ5 andΔ8 desaturation ac-
tivities) which might be associated to their respective environments
and their specific food.
Currently, the endogenous potential of freshwater carnivorous fish
to biosynthesize LC-PUFA is still unclear. It is suggested that the supply
of LC-PUFA from preys could possibly impair the LC-PUFA biosynthesis
capacity in these species. Investigations on the bioconversion of ALA
and LA in freshwater carnivorous species including Northern pike
(Esox lucius) and Murray cod (Maccullochella peelii peelii) have so far
presented contradictory results (Henderson et al., 1995; Francis et al.,
2007). However, the recent functional characterization of one fads2
gene with additional Δ4 desaturase activity toward 22:5n−3 in the
striped snakehead might suggest endogenous LC-PUFA biosynthesis
capacities in this carnivorous freshwater species (Kuah et al., 2015).
The endogenous LC-PUFA biosynthesis potential was investigated in
Eurasian perch (Perca fluviatilis) because of the interest of this spe-
cies in the diversification of the inland aquaculture in Europe
(Kestemont and Dabrowski, 1996; Henrotte et al., 2011). The rela-
tively high DHA concentrations recorded in the flesh of Eurasian
perch after a nutritional challenge with different LC-PUFA levels in
diets suggested a relative high endogenous potential of this species to
synthesize LC-PUFA from C18 precursors (Xu and Kestemont, 2002;
Henrotte et al., 2011). However, to date, there is no information avail-
able in Eurasian perch regarding the functionality of genes involved in
LC-PUFA biosynthesis.
The main objective of the present study was to clone and character-
ize the fads2 transcript from Eurasian perch as a first step to understand
the molecular mechanisms implicated in the response of this species to
vegetable oil feeding.
2. Material and methods
2.1. Tissue samples
Five Eurasian perch juveniles maintained in the facilities of the Uni-
versity of Namur (Belgium) and fed a fish-based diet were euthanized
with an overdose ofMS-222 (aminobenzoic acid). The liver, brain, ante-
rior intestine, posterior intestine, kidney, muscle, gill, heart and spleen
were sampled from each fish and directly stored at−80 °C.
2.2. Cloning of putative fatty acid desaturase from Eurasian perch
Total RNA fromeach liverwas extracted using 1mL of Extract-all® re-
agent (Eurobio, Courtaboeuf, France) following the manufacturer's
instructions. Based on the nucleic acid concentration measured with a
Nanodrop 2000 spectrophotometer (Thermo Scientific Wilmington,
USA), 20 μg of total RNA was treated with the RTS DNAse™ kit (MO BIO
Laboratories, Carlsbad, CA) to avoid gDNA contaminations. Finally, 1 μg
of total RNA was reverse-transcribed using the iScript cDNA Synthesis
Kit (Bio-Rad Laboratories, Hercules, CA, USA). The identification of
Eurasian perch fads2 transcript was investigated through a cDNA mix
obtained with a blend of 10 μL of each liver template (total of 50 μL).
Degenerate primers, named Fads-deg-F and Fads-deg-R, were
designed from multiple alignments with orthologous sequences
of desaturases from the GenBank database (D. labrax: ACD10793;
S. aurata: AAL17639; D. rerio: NP_571720; Oncorhynchus mykiss:
AF478472; Cyprinus carpio: AAG25711; S. salar: AF478472; Homo
sapiens: NP_037534.3) (Table 1). PCR amplification was performed
using the proofreading polymerase from the Advantage® 2 Polymerase
Mix (Clontech Laboratories, Mountain View, CA, USA) under the follow-
ing conditions: 2 min initial denaturation at 94 °C, 37 cycles of 30 s dena-
turation at 95 °C, 30 s annealing at 55 °C and 1 min elongation at 68 °C,
and 2 min of final extension at 68 °C. Migration of PCR products in a
1.2% agarose gel allowed the identification of a single amplicon at the ex-
pected length. The PCR product was purified with the High Pure PCR
Product Purification Kit (Roche, Mannheim, Germany) according to the
Table 1
Primers used in the different steps of this study.
Aim Transcript Primer name Primer sequence (5′–3′) Annealing temperature (T) (°C)
Partial cDNA cloning Fads2 Fads-deg-F1 ACVGAGCCSAGCCAGGACC 66.0
Fads-deg-R1 KTGATTCATCTGWGTCACCCA 47.3
5′ UTR cloning Fads2 Fads-5′-R1 GCCTCCAGCAGAAGGATGTG 64.0
Fads-5′-R2 AGAAGAACAAAGGCCGAGCTCGA 52.0
3′ UTR cloning Fads2 Fads-3′-F1 CACCATGATTTCCCGCCGTGA 51.2
Fads-3′-F2 TGCGCTACCTGTGCTGTTCTATA 50.2
ORF cloning Fads2 Fads2-dig-F CCCAAGCTTATGGGAGGTGGAGGCCAGCT 62.1
Fads2-dig-R GCGGGATCCTCATTTATGCAGATATGCATC 56.5






Ef1α EF1α-qPCR-F GGAAATTCGTCGTGGATACG 60.0
EF1α-qPCR-R GGGTGGTTCAGGATGATGAC 62.0
β-Actin β-Actin-qPCR-F ACCTTCTACAACGAGCTGAGAGTT 50.6
β-Actin-qPCR-R AGTGGTACGACCAGAGGCATAC 51.6
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manufacturer's instructions, cloned into the pGEM®-T Easy Vector
(Promega,Madison, USA), and then, transformed in Escherichia coli compe-
tent cells. After anovernight incubationon the LBplate at 37 °C, a successful
transformant was picked from the plate and then cultured overnight in
liquid LB medium. Plasmids were extracted from the cultures with the
NucleoSpin® Plasmid kit (Macherey-Nagel, Düren, Germany). Finally, the
fragment was sequenced (Macrogen Europe, Amsterdam, The Netherlands)
and found to have a 738 bp length for the desaturase transcript.
From this sequence, specific primers named Fads-5′-R1 and Fads-5′-
R2 for the 5′ RACE reaction, and Fads-3′-F1 and Fads-3′-F2 for the 3′
RACE reaction, were designed to obtain the cDNA full length of the
desaturase transcript (Table 1). Amplification of cDNA ends was done
with the SMARTer™ Race cDNA Amplification kit (Clontech Laborato-
ries) according to the instructions. After cloning and sequencing the
isolated cDNA fragments as described above, the specific primers
Fads2-FL-F and Fads2-FL-R were designed in the 5′ and 3′ UTR regions
in order to amplify the fads2 full-length ORF. The PCR reaction was done
with the Advantage cDNA polymerase Mix under the following condi-
tions: 2 min initial denaturation at 94 °C, 37 cycles of 45 s denaturation
at 95 °C, 45 s annealing at 55 °C, 2 min elongation at 68 °C, and 5 min of
final extension at 68 °C. The PCR fragments were cloned into the
pGEM®-T Easy Vector (Promega) and sequenced (Magrogen). Finally,
several clones revealed a cDNA of 1338 nt named fads2 (GenBank:




Fads2/1 D.rerio    MGGGGQQTDRITD----------TNGRFSSYTWEEMQKHTKHGDQWVVVERKVYNVSQWV
Fads2 H.sapiens MGKGGNQGEGAAE----------REVSVPTFSWEEIQKHNLRTDRWLVIDRKVYNITKWS






















Fads2/1 D.rerio    PDVNMLNAFVVGNVQPVEYGVKKIKHLPYNHQHKYFFFIGPPLLIPVYFQFQIFHNMISH
Fads2 H.sapiens PDVNMLHVFVLGEWQPIEYGKKKLKYLPYNHQHEYFFLIGPPLLIPMYFQYQIIMTMIVH
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Fig. 1. Alignment of the deduced amino acid sequence of the fatty acid desaturase 2 from Eurasian perch. The heme-binding motif “HPGG” of the cytochrome b5-domain is underlined
while the two transmembrane domains, including the four TM-helices, are shaded. The three histidine-rich regions are framed. The two highly conserved histidine positions are in bold.
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2.3. Phylogenetic analysis
The deduced amino acid sequence of the newly cloned Eurasian
perch fads2 transcript was aligned with FADS1 and FADS2 orthologues.
The FADS2 amino acid sequence from Mortierella alpina was used as
outgroup sequence to root the tree. The tree was constructed by
the neighbor-joining method (Saitou & Nei, 1987) using PhyML and
MEGA5 softwares. Confidence in the resulting phylogenetic tree branch
topology was measured with 1000 bootstrap iterations.
2.4. Hydropathy profiles
Hydropathy profiles were built with several programs, such as
DAS (BRC, Hungarian Academy of Sciences, Hungary), HMMTOP
(IE, Hungarian Academy of Sciences, Hungary), Phobius (SBC,
Stockholm University, Sweden), PredictProtein (Technische Universität
München, Germany & Columbia University at New York, USA),
SOSUI (Applied Physics, Nagoya University, Japan), SPOCTOPUS (SBC,
Stockholm University, Sweden), TM-Finder (SickKids, Toronto Univer-
sity, Canada), TMHMM (CBS, Technical University of Denmark,
Denmark), TMpred (EMBnet, University Nijmegen Medical Centre,
TheNetherlands) and TopPred (BITC, Institut Pasteur & RPBS, Université
Paris VII-Diderot, France). The accuracy of model helicity and hydro-
phobicity was assessed by consensus building.
2.5. Functional characterization of Eurasian perch fads2 cDNA by
heterologous expression in yeast
The specific sequence corresponding to the ORF of the Eurasian
perch fads2 transcript was amplified by PCR with the primer pairs
named Fads2-dig-F/Fads2-dig-R containing HindIII and BamHI restric-
tion sites (Table 1). PCRwas performedwith the Advantage cDNA poly-
merase Mix from a mixture of liver cDNA as template. PCR conditions
were an initial denaturation step at 94 °C for 5 min, followed by 38 cy-
cles of 30 s denaturation, 30 s annealing at 56 °C, 2 min elongation at
68 °C, followed by a final step of elongation for 5 min at 68 °C. The
PCR product with the expected length was cloned into the pGEM®-T
Easy Vector (Promega). Several recombinant plasmidswere subsequent-
ly extracted, purified and sequenced to allow the identification of the
fads2 transcript. 2 μg recombinant plasmid containing fads2 cDNA was
digested with the corresponding restriction enzymes (Promega), ligated
into the pYES2 expression vector (Invitrogen) with the T4 DNA ligase
(Promega) and transfected into E. coli competent cells. After verification
of the sequence of the recombinant pYES2 plasmid, Saccharomyces
cerevisiae strain INVSc1 (Invitrogen, Gent, Belgium) was transformed
with the pYES2-fads2 recombinant plasmid according to the
manufacturer's instructions. Yeasts transformed with the recombinant
plasmid were selected on solid minimal medium plates without uracil.
The cultures transformed with recombinant plasmids were grown
at 30 °C in minimal medium containing 0.67% (w/v) nitrogen base
(Sigma-Aldrich, St. Louis, MO, USA), 0.19% (w/v) drop out medium, and
2% (w/v) raffinose. Expression of the transgene was induced by adding
2% (w/v) galactose and 1% (w/v) tergitol in a culture diluted at an initial
OD600 of 0.3 in 5 mL of final volume. For each assay, all the fatty acids
tested as substrate were previously dissolved in absolute ethanol and
supplemented at the appropriate concentration in the medium culture
described above. The Eurasian perch desaturase functionality was tested
with the following fatty acids: 18:3n−3 (0.5 mM), 18:2n−6 (0.5 mM),
20:3n−6 (0.5 mM), 20:3n−3 (0.5 mM), 20:4n−3 (0.5 mM) and
24:5n−3 (1 mM). All the incubations were carried out at 30 °C for
2 days in a shaking agitator. After incubations, the cultures were centri-
fuged for 1 min at 5000 ×g and washed with 5 mL of sterile water.
After another centrifugation for 1 min at 5000 ×g, the cultures were
suspended in 1 mL of sterile water and stored at−20 °C.
2.6. Fatty acid analysis from transgenic yeasts
Total cellular lipids were extracted according to a method adapted
from the one described in details by Schneider et al. (2012). Briefly,
800 μL of yeast culture suspended in sterile water as described
Fig. 2.Phylogeny of FADS1and FADS2 deduced amino acid sequences. The functional FADS2protein of Perca fluviatilis is indicatedwith an arrow. The treewas constructed by theneighbor-
joining method (Saitou & Nei, 1987) using PhyML and MEGA5 softwares. The horizontal branch length is proportional to amino acid substitution rate per site. The values represent the
frequencies with which the tree topology presented here was replicated after 1000 bootstrap iterations. The FADS2 amino acid sequence fromMortierella alpinawas used as outgroup
sequence to root tree.
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above was transferred into Pyrex tubes and lipids were extracted with
5 mL of chloroform/methanol/KCl 0.88% (2:2:1.8, v:v:v) (Biosolve,
Valkenswaard, The Netherlands). After centrifugation, the supernatant
was discarded and the sample was collected in a new Pyrex tube to be
dried under nitrogen. The lipids were then methylated at 70 °C by the
incubation of the sample with 0.1 M KOH in methanol for 1 h, followed
by the addition of 1.2M HCl in methanol and incubation during 15min.
Fatty acid methyl esters were then collected by adding hexane
(Biosolve) and separated by gas–liquid chromatography. The GC Trace
(Thermo Finnigan, Milan, Italy) was equipped with an RT2560 capillary
column (100 m × 0.25 mm internal diameter, 0.2 μm film thickness)
(Restek, Bellefonte, USA), an automatic injector and a flame ionization
detector kept at a constant temperature of 255 °C. The carrier gas was
H2 and used at a constant pressure of 200 kPa. The temperature program
was as follows: an initial temperature of 80 °C, which progressively in-
creased at 25 °C/min up to 175 °C; a holding temperature of 175 °C during
25 min; an increase at 10 °C/min up to 205 °C; a holding temperature of
205 °C during 4 min; an increase at 10 °C/min up to 215 °C; a holding
Fig. 3. Exon composition of Eurasian perch fads2, fads2-AS1, and fads2-AS2 transcripts. Inter-exon junctions are shown byvertical black separations. Asterisks correspond to the nucleotides
conserved between sequences. Retention of the nucleotide sequences between exon 3/exon 4 and exon 6/exon 7 inter-exon junctions is indicated in the alignment. Partial translation of
the fads2-AS1 and fads2-AS2 transcripts is indicated in boxes to show the presence of the stop codon.
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temperature of 215 °C during 25 min; an increase at 10 °C/min up to
235 °C and a holding temperature of 235 °C during 10 min. A decrease
at 20 °C/min was then imposed down to the initial temperature of
80 °C. Each peak was identified by comparison of retention times with
pure methyl ester standards purchased from Larodan (Malmö, Sweden)
and fromNu-Check Prep (Elysian,MN, USA). Data processingwas operat-
edwith the ChromQuest software (version5.0, ThermoFinnigan). Results
were then expressed in g/100 g of total identified fatty acids.
2.7. Fads2 Eurasian perch tissue distribution
The liver, brain, intestine, kidney, muscle, gill, heart and spleenwere
sampled from 5 Eurasian perch juveniles fed a commercial diet contain-
ing fish ingredients (ME-1.8MP Presta, 55% protein and 15% lipid,
Sketting, Stavanger, Norway). Total RNA was extracted from 50 to
100mg of each sample tissue, with the EXTRACT'ALL (Eurobio), accord-
ing to the manufacturer's recommendations. After quantification of
nucleic acids with a spectrophotometer, 20 μg of total RNA from each
sample was treated with the RTS DNAse kit to avoid gDNA contamina-
tions. After this treatment, 1 μg of total RNA was reverse-transcribed
into cDNA using the iScript™ cDNA Synthesis Kit (Bio-Rad Laborato-
ries). Relative fads2, fads2-AS1 and fads2-AS2 expressions were
investigated by real-time quantitative RT-PCR using specific primers
(Table 1). Specific amplification from the cDNA samples was performed
using the iQ™SYBR® Green Supermix (Bio-Rad Laboratories). Thermal
cycling and fluorescence detection were conducted in a StepOnePlus
Real Time PCR System (Applied System) under the following conditions:
10min of initial denaturation at 95 °C, 40 cycles of 15 s at 95 °C and 1min
at 60 °C. After each run, amplification of single amplicon was confirmed
by analyzing the melt curve and sequencing some of the PCR products.
3. Results
3.1. Cloning of fatty acid desaturase from Eurasian perch
Starting from degenerate primers designed on fish desaturase align-
ments, a partial transcript encoding a desaturase was amplified. The
complete transcript was synthesized by 5′ and 3′ RACE RT-PCR. The
cloning of the PCR product obtained from primers designed in the UTR
regions allowed identifying a putative Eurasian perch desaturase tran-
script composed of 1338 bp and encoding a putative protein of 445
amino acids. As indicated in the alignment (Fig. 1), the putative cyto-
chrome b5-like domain (HPGG) and the three characteristic histidine
boxes (H182xxxH186, H219xxHH233 and Q384xxHH388) were conserved
in this transcript. Phylogenetic analysis comparing the Eurasian perch
amino acid sequence with those deduced from fads1 and fads2 cDNAs
from fish and other vertebrates showed that Eurasian perch desaturase
transcript clustered with the sequence deduced from fads2 cDNA from
Epinephelus coioides,D. labrax and S. aurata, all being carnivorousmarine
fish. Moreover, the cluster with desaturases from freshwater species
was less strong (Fig. 2). Amino acid sequence pairwise comparison of
Eurasian perch FADS2 with FADS2 of sea bream, rainbow trout,
zebrafish and human revealed an identity of 87%, 77%, 69% and 65%
respectively.
In addition to this desaturase transcript, the cloning of the PCR prod-
ucts obtained from the primers designed in the UTR regions allowed
identifying two alternative RNA splicing variants, named fads2-AS1
and fads2-AS2. The fads2-AS1 was characterized by an insertion of
76 nt between the exon 3 and the exon 4, while the fads2-AS2 variant
was characterized by an insertion of 79 nt in the junction between
exons 6 and 7 (Fig. 3). The retention of these nucleotide sequences be-
tween inter-exon junctions induced a modification of the ORF. Conse-
quently, a stop codon appeared prematurely in the putative amino
acid sequences deduced from these alternative splicing transcripts.
3.2. Hydropathy profiles
Hydropathy profiles of Eurasian perch FADS2 predict four TM-
helices respectively among amino acids 135–155, 157–177, 263–283
and 300–330 (Fig. 4A). Front-end desaturase conserved patterns are
also shown. The three histidine boxes are located in the cytoplasmic
loop (H182xxxH186 and H219xxHH233) or in the C-terminal extremity
(Q384xxHH388). The N-terminal cytochrome b5-like domain stretches
from amino acid 36 to 78 and contains the heme-binding motif HPGG.
Hydropathy profiles of several fish species and human FADS2 were
compared (Fig. 4B). All sequences possess the four TM-helices located
at the same position, except for rainbow trout, for which the fads2
ORF is shifted by 9 amino acids as compared to the other fishes (10 if
compared to human). The C135…W155 and T157…G177 ones form the
first transmembrane domain, and the last two each constitute a single
TM domain (three in total).
3.3. Tissue distribution of desaturase transcripts
The relative fads2 gene expression in the liver, brain, intestine, kid-
ney, muscle, gill, heart and spleen from Eurasian perchwas investigated
by the real-time quantitative RT-PCRmethod (Fig. 5). Fads2wasmainly
expressed in the liver, followed by the brain, anterior intestine, kidney
and muscle, while detection of this transcript was very weak in the
gill, heart and spleen. Fads2-AS1 and fads-AS2 alternative transcripts
had globally the same relative gene expression patterns than the fads2
transcript except that the maximal expression was observed in the
brain instead of the liver.
3.4. Functional characterization in yeast
The functional characterization of Eurasian perch FADS2 proteinwas
performed by heterologous expression in yeast (S. cerevisiae). Its
activity was assessed by incubation of recombinant yeasts with Δ6
(18:3n−3, 18:2n−6, 24:5n−3), Δ5 (20:4n−3, 20:3n−6) and Δ8
(20:3n−3) desaturase substrates (Fig. 6, Table 2). Recombinant yeast
containing pYES2-FADS2 exhibited stearidonic acid (18:4n−3) and
gamma-linoleic acid (18:3n−6) contents when their respective
desaturation substrates, namely 18:3n−3 and 18:2n−6, were added
to the liquid medium. The 18:3n−3 and 18:2n−6 conversion rates
were estimated at about 35% and 7%, respectively. In addition,
no EPA (20:5n−3) and ARA (20:4n−6) products were detected
when eicosatetraenoic acid (20:4n−3) and dihomo-γ-linoleic acid
(20:3n−6) were added to the liquid medium. Similarly, no Δ6-
desaturation and Δ8-desaturation products were found when
tetracosapentaenoic acid (24:5n−3) and eicosatrienoic acid (20:3n−3)
were respectively added in the liquid medium.
4. Discussion
The characterization of molecular actors involved in LC-PUFA bio-
synthesis is an essential step in the understanding of variable endog-
enous LC-PUFA synthesis capacities among fish species. In a context
of fish oil replacement by plant oils in aquafeeds, previous studies
mainly focused on fish species of interest in aquaculture such as ma-
rine carnivorous species (Zheng et al., 2004; Tocher et al., 2006;
Zheng et al., 2009; Yamamoto et al., 2010; Morais et al., 2012), sal-
monids (Hastings et al., 2004; Zheng et al., 2005) and freshwater
species (Ren et al., 2012; Tanomman et al., 2013). According to
these studies performed on the functional characterization of
desaturases and elongases and their regulations when fish were fed
a plant oil-based diet, it is suggested that freshwater species and salmo-
nids exhibit higher abilities in LC-PUFA endogenous synthesis than
marine carnivorous species. However, the endogenous capacity of
freshwater carnivorous species like Eurasian perch to biosynthesize
LC-PUFA is poorly documented. Thus, this work represents a first step
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in the characterization of the endogenous potential of Eurasian perch to
bioconvert PUFA into LC-PUFA.
The sequence analysis of the new cloned fads2 cDNA reveals
the presence of some characteristic features of this enzyme family
(Hashimoto et al., 2008). The Eurasian perch fads2 transcript is
composed of three histidine boxes (HXXXH, HXXHH and QXXHH), a pu-
tative cytochromeb5-like domain, and the heme-bindingmotif HPGG. As
an endoplasmic reticulum membrane-bound enzyme, Δ6 desaturase is
assumed to present two hydrophobic regions spanning twice through
the ER membrane and consisting of two antiparallel transmembrane
α-helices (Stukey et al., 1990; Shanklin et al., 1994). Hydropathy profiles
of Eurasian perch FADS2 confirm this assumption, with four TM-helices
respectively among amino acids 135–155, 157–177, 263–283 and 300–
330 (Fig. 4A), which are conserved among all vertebrates (Fig. 4B).
The Eurasian perch FADS2 identified in this study encodes a protein
of 445 amino acids, which is more similar to the sequences deduced for
marine carnivorous species (E. coioides, S. aurata and D. labrax) than for
freshwater species (C. carpio, Oreochromis niloticus) and salmonids
(S. salar, O. mykiss). The functional characterization of the Eurasian
perch FADS2 in yeast allowed detecting stearidonic acid (18:4n−3)
and gamma-linolenic acid (18:3n−6), when the transgenic yeast was
incubated with the substrates 18:3n−3 and 18:2n−6, respectively.
These results confirm the Δ6 enzymatic activity of the Eurasian perch
FADS2. In addition, a comparison of the 18:2n−6 and 18:3n−3
desaturation rates seems to indicate a higher affinity of Eurasian perch
FADS2 toward the n−3 substrate. Similar results were deduced from
the functional characterization of D. rerio bifunctional FADS1/FADS2
(Hastings et al., 2001), and of the FADS2 from O. mykiss, S. aurata, Psetta
maxima and C. carpio (Zheng et al., 2004). This higher affinity of FADS2
toward n−3 fatty acid substrates may be a consequence of the higher
n−3 LC-PUFA requirements of carnivorous fish species as compared
with those of the n−6 series (Xu et al., 2001; Xu and Kestemont,
2002; Regost et al., 2003; Geay et al., 2010). Functional characterization
of Eurasian perch FADS2 did not allow detecting tetracosahexaenoic
acid (24:6n−3) when the tetracosapentaenoic acid (24:5n−3) sub-
strate was added to the liquid medium. This absence of desaturation
product may result in a lower enzymatic activity of the FADS2 toward
the 24:5n−3 substrate, in comparison to the C18 substrates.
Recently, it was shown that an alternative pathway to the “Sprecher
pathway” involving an elongation and a desaturation step allows
the production of EPA. Monroig et al. (2011, 2013) demonstrated
the FADS2 implication in the Δ8 desaturation of eicosatrienoic acid
(20:3n−3) into eicosatetraenoic acid (20:4n−3). As suggested by
these authors, this alternative pathway seems to bemore active inmarine
fish species such as meagre (Argyrosomus regius), cobia, gilthead sea
bream and turbot than in freshwater species. This observation may ex-
plain the absence of 20:4n−3 product detected from Eurasian perch
FADS2 when recombinant yeast was incubated with the 20:3n−3 sub-
strate. In addition to this alternative pathway, a shorter pathway includ-
ing a Δ4 desaturation reaction to convert 22:5n−3 into 22:6n−3 has
been identified in FADS2 of the white-spotted spinefoot (Li et al., 2010),
the Senegalese sole (Morais et al., 2012), the pike silverside (Fonseca-
Madrigal et al., 2014) and the striped snakehead (Kuah et al., 2015).How-
ever, the Δ4 desaturation ability of the Eurasian perch FADS2 has not
been analyzed in the present study and need further investigation.
Some of the fish FADS2 characterized so far display a low ability to
desaturate 20:4n−3 and 20:3n−6 at the Δ5 position, with conversion
rates from 0.2% in rainbow trout, sea bream or turbot (Zheng et al.,
2004) to 2.3% in Atlantic salmon (Zheng et al., 2005) or cobia (Zheng
et al., 2009). In our study, no Δ5 desaturase activity was recorded in
transgenic yeasts containing the Eurasian perch FADS2 and incubated
with the 20:4n−3 and 20:3n−6 substrates. Similar results were
obtained from carnivorous fish species such as Atlantic cod (Tocher
et al., 2006) and European sea bass (Santigosa et al., 2011). However,
as described by Henrotte et al. (2011), [1-14C]20:5n−3 was detected














































































































































































Fig. 4. (A) Hydropathy profile of Eurasian perch FADS2. Peaks indicate the transmembrane α-helices. The vertical and horizontal shaded boxes show the localisation of the N-terminal
cytochrome b5-like domain and the three conserved histidine boxes respectively. (B) Compared hydropathy profiles of some fish and human FADS2. The GenBank accession numbers
of the aligned amino acid sequences are as follows: Perca fluviatilis (KM924433), Sparus aurata (GQ162822),Oncorhynchusmykiss (AF301910),Danio rerio (NP_571720), andHomo sapiens
(NP_004256.1). In order not to shift the alignment, the A14KGDGVGPD22 amino acids of the O. mykiss sequence have been removed.
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[1-14C]18:3n−3 substrate, suggesting a Δ5 desaturation activity. This
Δ5 enzymatic reaction may be carried out by a FADS2 protein encoded
by another fads2 gene, resulting from the genome duplication. Indeed,
as explained by Castro et al. (2012), a loss of the fads1 gene was ob-
served in teleost fish and the existence of the Δ5 desaturation reaction
in fish is mainly a consequence of independent mutations into fads2
genes. For example, in Atlantic salmon, Δ5 activity is performed by a
fads2-like gene, which has up to 95% amino acid homologywith another
fads2 gene, resulting from salmonid-specific duplication. In the present
work, the cloning of the PCR products obtained from the primers de-
signed in the UTR regions allowed the identification of another
putative fads2 transcript encoding a protein of 445 amino acids
(Appendix A), with 96% amino acid homology with the functional Eur-
asian perch FADS2 described in this work. However, no desaturation
products were detected in our experimental conditions when yeasts
were transformed with this second fads2 transcript andwere incubated
with 18:3n−3, 18:3n−6, 20:3n−3, 20:4n−3 and 24:5n−3 sub-
strates (not shown). In addition to these Eurasian perch fads2 tran-
scripts, two alternative splicing transcripts were identified in this
study. Interestingly, the strongnucleotide homology of these alternative
splicing transcripts with the putative Eurasian perch fads2 transcript
mentioned above may confirm this biological existence (Appendix B).
The retention of nucleotide sequences in inter-exons regions of the
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Fig. 5. Relative expression of fads2, fads2-AS1, and fads2-AS2 in the liver, brain, anterior intestine, kidney, muscle, posterior intestine, gill, heart and spleen from Eurasian perch fed a fish
based diet. Relative gene expression was determined by quantitative real-time RT-PCR after normalization with the expression of the EF1α housekeeping gene.

































Fig. 6. Identification of fatty acid desaturation products in yeast transformedwith pYES2 vector without insert (A) or containing the putative Eurasian perch fads2 cDNA (B). The first two
peaks in each graph are the endogenous 18:0 (1) and 18:1n−9 (with 18:1n−7 as shoulder) (2) fatty acids of S. cerevisiae. The next peak (3) in each panel is the exogenously added
substrate fatty acid whereas the last peak (4) is the desaturated fatty acid product. The horizontal axis is the retention time.
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proteins. However, their roles in the regulation of the LC-PUFA biosyn-
thesis could not be excluded. Indeed, as described by Lu et al. (2010), al-
ternative splicings are relatively abundant in teleost fish like D. rerio,
Oryzias latipes, Gasterosteus aculeatus and Takifugu rubripes and contrib-
ute as a major mechanism to increase diversity of gene products. Re-
cently, five fads2 alternative splicings were also identified in European
sea bass (Gonzáles-Rovira et al., 2009; Santigosa et al., 2011) but their
roles in LC-PUFA metabolism have never been investigated yet.
The expression of fads2 Eurasian perch is stronger in the liver,
followed by the brain and intestine, as compared to the other tissues.
This high fads2 gene expression level recorded in the liver may reflect
a key role of this tissue in lipid metabolism in Eurasian perch. Similar
fads2 gene expression patterns were observed in freshwater species
like common carp (Ren et al., 2012), rabbitfish (Li et al., 2008) and sal-
monids including Atlantic salmon (Zheng et al., 2005; Monroig et al.,
2010) and rainbow trout (Seiliez et al., 2001), as well as in the herbivo-
rous euryhaline spotted scat (Scatophagus argus) (Xie et al., 2014). At
the opposite, studies performed onmarine fish species showed a stron-
ger fads2 gene expression in the brain compared to the liver and intes-
tine (Tocher et al., 2006; Zheng et al., 2009; Santigosa et al., 2011).
In summary, we have reported the cloning, the tissue distribution
and the functional characterization of one Eurasian perch FADS2protein
and the identification of two alternative splicings. The fads2 transcript,
mainly expressed in the liver, encoded a functional protein able to
desaturate n−3 and n−6 C18 substrates. However, further investiga-
tions should be performed to characterize the regulation of the LC-
PUFA biosynthetic pathway, including FADS2, when Eurasian perch ju-
veniles are fed diets composed with plant oils and deprived in LC-
PUFA. In addition, complementary analysiswould benecessary to inves-
tigate the role of the alternative splicings in LC-PUFA metabolism.
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Table 2
Evaluation of desaturation activities through incubation of fads2 transformed or control yeast
cellswith different fatty acid substrates. Results are expressed in% of total detected fatty acids
in the cells after 2 days of incubation with 18:3n−3 (0.5 mM), 18:2n−6 (0.5 mM),
20:3n−6 (0.5 mM), 20:3n−3 (0.5 mM), 20:4n−3 (0.5 mM) and 24:5n−3 (1 mM).










pYES2-empty 18:3n−3 Δ6 activity 6,577,868 ND –
18:2n−6 Δ6 activity 3,583,988 ND –
20:3n−6 Δ5 activity 4,442,076 ND –
20:3n−3 Δ8 activity 5,251,772 ND –
20:4n−3 Δ5 activity 3,046,824 ND –
24:5n−3 Δ6 activity 5,634,182 ND –
pYES2-FADS2 18:3n−3 Δ6 activity 2,538,775 1,388,934 35
18:2n−6 ΔΔ6 activity 3,915,734 301,274 7
20:3n−6 Δ5 activity 6,206,658 ND –
20:3n−3 Δ8 activity 6,573,263 ND –
20:4n−3 Δ5 activity 3,120,774 ND –
24:5n−3 Δ6 activity 7,321,140 ND –
Appendix A
Amino acid comparison between the functional Eurasian perch FADS2 described in this study and the putative Eurasian perch FADS2 mentioned
in the Discussion section. The heme-binding motif “HPGG” of the cytochrome b5-domain is underlined while the two transmembrane domains,
including the four TM-helices, are shaded. The three histidine-rich regions are framed. The two highly conserved histidine positions are in bold.
Asterisks correspond to the nucleotides conserved between sequences.
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Appendix B
Nucleotide alignment of the functional Eurasian perch fads2 tran-
script described in this study with the other putative Eurasian perch
fads2 transcript and the fads2-AS1 and fads2-AS2 transcripts. Pairwise
nucleotide comparison allowed the identification of the specific homol-
ogy of some nucleotides between the putative Eurasian perch fads2 and
the fads2-AS1 and fads2-AS2 transcripts (indicated in shaded).
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Abstract
The European perch (Perca fluviatilis) is a carnivorous freshwater fish able to metabolise polyunsaturated fatty acids (PUFA) 
into highly unsaturated fatty acids (HUFA). This makes it a potential candidate for sustainable aquaculture development. In 
this study, special attention is given to the fatty-acid elongase (ELOVL) family, one of the two enzymatic systems implied in 
the HUFA biosynthesis. Structural information on European perch enzyme converting PUFA into HUFA is obtained by both 
molecular cloning and in silico characterization of an ELOVL5-like elongase from P. fluviatilis (pfELOVL). The full-length 
cDNA sequence consists of a 885-base pair Open Reading Frame coding for a 294-amino acid protein. Phylogenetic analysis 
and sequence alignment with fish elongases predict the pfELOVL clusters within the ELOVL5 sub-group. The amino-acid 
sequence displays the typical ELOVL features: several transmembrane α helices (TMH), an endoplasmic reticulum (ER) 
retention signal, and four “conserved boxes” involved in the catalytic site. In addition, the topology analysis predicts a 7-TMH 
structure addressed in the ER membrane. A 3D model of the protein embedded in an ER-like membrane environment is also 
provided using de novo modelling and molecular dynamics. From docking studies, two putative enzyme–substrate-binding 
modes, including H bonds and CH–π interactions, emphasize the role of specific residues in the “conserved boxes”.
Keywords Cloning · Fatty-acid elongase · HUFA · Modelling · Perca fluviatilis
Introduction
One of the major challenges of future society will be the 
population supplying of food resources. In this context, 
aquaculture has been developed to offset the increase in 
water products demand (D’Odorico et al. 2014), supplying 
almost half of halieutic products intended for human diet 
(Godfray et al. 2010).
As the principal products of aquaculture, fish are the 
major dietary sources of highly unsaturated fatty acids 
(HUFA) for humans, especially for the n-3 HUFA series, 
such as eicosapentaenoic acid (EPA, 20:5n-3) and doco-
sahexaenoic acid (DHA, 22:6n-3) (Strobel et al. 2012). 
These FA, with the n-6 series arachidonic acid (ARA, 20:4n-
6), are essential fatty acids (EFA) for fish as well as for 
humans and mammals in general (Tocher 2015). EFA also 
have particularly important roles in cellular and physiologi-
cal processes (Walls et al. 2016; Yeagle 2014). Moreover, 
ARA, EPA, and DHA are eicosanoids precursors, implicated 
in practically every organ, tissue, and cell, which explains 
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the very diversified physiological roles of EFA (Calder 
2014). Particularly, essential HUFA are involved in immune 
response (Russell and Bürgin-Maunder 2012), and balance 
between them can improve or impair resistance against path-
ogens, cause cardiac diseases, inflammatory, or autoimmune 
disorders (Nayak et al. 2017; Geay et al. 2015a).
Up to now, the main n-3 HUFA source in fish food is 
fish oil (FO), coming from small marine species such as 
anchovies and sardines (Graziano da Silva 2014). This 
practice greatly forces the continuing growth of aquacul-
ture activities (Tacon et al. 2012). However, alternatives do 
exist, such as vegetable oils (VO) (Tocher 2015). Unlike FO, 
VO lack HUFA but are rich in their C18 polyunsaturated 
fatty-acid (PUFA) precursors: linoleic acid (LA, 18:2n-6) 
and α-linolenic acid (ALA, 18:3n-3), respectively, for the 
n-6 and n-3 series (Lenihan-Geels et al. 2013).
The capacity of fish to synthetize HUFA from PUFA var-
ies among species. Indeed, freshwater fish, mainly herbivo-
rous or omnivorous, can produce DHA from ALA, and ARA 
from LA. In contrast, the mostly carnivorous marine species 
are unable to convert C18 into C20 and C22 at a physi-
ologically significant rate, either because of a repression of 
enzymatic stakeholders or because of their absence, depend-
ing on regarded species (Tocher 2015; Geay et al. 2015b). 
The enzymes converting PUFA into HUFA are members of 
fatty-acid desaturases and very long-chain fatty-acid elon-
gases (ELOVL) families. In fish, two desaturases and three 
elongases are involved in the PUFA/HUFA metabolism 
(Monroig et al. 2013a; Xue et al. 2014).
European perch (Perca fluviatilis L., 1758) is a carniv-
orous freshwater species, widely distributed in Eurasia. 
Although belonging to a nearly exclusively marine order 
(Perciformes), its capacity to synthetize HUFA from PUFA, 
especially n-3 series (Henrotte et al. 2011), points it out as 
a potential candidate for a sustainable aquaculture devel-
opment and diversification, regarding the consumer dietary 
preference for carnivorous species (Steenfeldt et al. 2015). 
However, few is known about the molecular fundamentals 
of the HUFA synthesis pathway in this fish species. While 
we have already partially characterized its Δ6 fatty-acid 
desaturase (Geay et al. 2016), no investigation on elon-
gase enzymes was performed. In that context, we here have 
focused on the molecular cloning and in silico characteriza-
tion of an ELOVL from P. fluviatilis (pfELOVL) to have 
the first structural information on a European perch enzyme 
converting PUFA into HUFA. Currently, the Protein Data 
Bank (PDB) does not contain any 3D structure of ELOVL 
and very few studies were dedicated to their structural fea-
tures (Denic and Weissman 2007; Hernandez-Buquer and 
Blacklock 2013; Vrinten et al. 2010; Logan et al. 2014; 
Nayak et al. 2018).
Over the past decade, ELOVL2, -4 and -5, membrane 
enzymes of the endoplasmic reticulum (ER) have been 
sequenced in various freshwater (Kuah et al. 2015; Fonseca-
Madrigal et al. 2014; Ren et al. 2012; Monroig et al. 2010; 
Tan et al. 2010; Gregory and James 2014), marine (Mon-
roig et al. 2011a; Morais et al. 2011, 2012), anadromous 
(Monroig et al. 2013b; Gregory and James 2014; Carmona-
Antoñanzas et al. 2011, 2013; Morais et al. 2009), and cata-
dromous species (Wang et al. 2014; Mohd-Yusof et al. 2010; 
Tu et al. 2012a). Alignments of these sequences allow to 
highlight their general features and conserved motifs puta-
tively involved in the catalytic site: several (from 5 to 7) 
transmembrane α helices (TMH), one ER retention signal 
in the C-terminal region, and four conserved boxes (KEDT-, 
His-, Tyr-, Gln-box) (Monroig et al. 2016). The importance 
of these amino acids is supported by several site-directed 
mutagenesis studies and chimeric protein construction 
experiments in unicellular eukaryotes (Denic and Weiss-
man 2007; Hernandez-Buquer and Blacklock 2013; Vrinten 
et al. 2010; Logan et al. 2014; Kihara 2012; Blacklock et al. 
2008). In vertebrates, ELOVL shows a weak substrate speci-
ficity without discrimination based on length or double-bond 
number (Kihara 2012). ELOVL2 shows a preference towards 
C20n-3 and C22n-3, while ELOVL5 prefers C18n-3 and 
C20n-3. ELOVL4 is present in a limited number of tissues 
and shows an exclusive activity towards C22n-3 HUFA 
(Gregory and James 2014).
In this contribution, we perform (1) a consensus analy-
sis of the topology, (2) a sequence and phylogenetic analy-
sis for pfELOVL5-like elongase, and we predict (3) its 3D 
structure embedded in a native-like membrane environment, 
highlighting the conserved motifs, a potential active site, and 
two putative substrate-binding modes.
Materials and methods
Isolation and cloning of the ELOVL cDNA
All animal-handling procedures were approved by the 
local ethics committee for animal research of the Uni-
versity of Namur. Total RNA was extracted from adult 
individual liver using the InnuSPEED Tissue RNA© kit 
(Analytik Jena) and reverse-transcribed with the Rever-
tAid™ H Minus First Strand cDNA Synthesis Kit (Fer-
mentas). Degenerated and specific primers were designed 
from available fish elongase sequences on NCBI database 
(NLM–NIH) and used to perform degenerated, 5′/3′-
RACE and full-length PCR. Amplicons were obtained 
using  Advantage® cDNA PCR kit (Clontech). Each cDNA 
product was purified by the High-Pure PCR Product Puri-
fication kit (Roche Applied Science) and cloned in E. coli 
NovaBlue competent cell strain (Clonables™ Kit, Nova-
gen) with the  pGEM®-T Easy Vector System I (Promega). 
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Purification of plasmid vector was performed using Gen-
Elute™ Five-Minute Plasmid Miniprep Kit© (Sigma). 
Sequencing was achieved by Macrogen Inc.
Sequence analysis and 2D-structural patterns
The pfELOVL primary structure was translated with the 
ExPASy Translate tool (Swiss Institute of Bioinformatics, 
Swiss). For comparative analyses, amino-acid sequences 
were aligned by MAFFT (CBRC-AIST, Japan) using BLO-
SUM matrix to assess identity and similarity, while phy-
logeny was predicted with the neighbour-joining method 
(Saitou and Nei 1987) and constructed by MEGA5 (Ari-
zona State University, USA).
The proportion of secondary structures was estimated 
by the NPS@ secondary structure prediction tool (Uni-
versité Lyon I—Claude Bernard, France). The putative 
presence of TMH was checked by hydropathy profiles 
produced by 15 programs: DAS (Research Institute of 
Molecular Pathology, Austria), ExPASy TMpred tool, 
HMMTOP (Hungarian Academy of Sciences, Hungary), 
OCTOPUS (Stockholm University, Sweden), NPS@ 
PHDhtm tool, Philius (University of Washington, USA), 
Phobius (Stockholm Bioinformatics Center, Sweden), 
PolyPhobius (Stockholm Bioinformatics Center), SCAMPI 
(Stockholm Bioinformatics Center), SOSUI (Nagahama 
Institute of Bio-Science and Technology, Japan), SPLIT 
4.0 (University of Split, Croatia), SPOCTOPUS (Stock-
holm Bioinformatics Center), TM-Finder (Toronto Uni-
versity, Canada), TMHMM (Technical University of Den-
mark, Denmark), TopPred (Université Paris VII—Diderot, 
France). Hydropathy profiles were also exploited to predict 
the membrane orientation of N- and C-terminal extremi-
ties and soluble segments.
3D-structure prediction
Two strategies were selected to predict the 3D structure of 
the pfELOVL: the fold recognition and the de novo methods. 
RaptorX (University of Chicago, USA) managed the fold 
recognition, whereas the Rosetta@home suite (University 
of Washington, USA) was operated to realise de novo mod-
elling. The required inputs were obtained from experience 
(protein sequence), Robetta (fragment library), OCTOPUS 
(hydropathy profile), and Rosetta@home (lipophilicity pro-
file). The 3D models were generated with the “Membrane-
initio2” protocol. Ramachandran plots were drawn with 
RAMPAGE (University of Cambridge, UK). All output files 
were viewed with MacPyMOL (Schrödinger Inc., USA) or 
Visual Molecular Dynamics (VMD) (University of Illinois, 
USA).
Molecular dynamics
The lipid membrane environment was built with the 
CHARMM-GUI program (Lee et  al. 2016). Molecular 
dynamics (MD) simulations were performed thanks to 
GROMACS 5.0.2 program (Abraham et al. 2015; Berend-
sen et al. 1995). The simulation systems consist of cubic 
boxes of 10 × 12 × 12 nm. Water thickness was set to 1.7 nm 
on both sides, which makes approximately 40,000 water 
molecules in total. Bilayers consist of 172 1-stearoyl-2-li-
noleoyl-sn-glycero-phosphocholine (SLPC). The three-site 
water model TIP3P was chosen to describe the solvent, and 
periodic boundary conditions were applied in all directions. 
Eleven chloride anions were randomly placed to neutralize 
the positive charge of the protein. The selected force field 
is charmm36 (Huang and Mackerell 2013) and additional 
parameters for lipids were taken from CHARMM-GUI. H 
bonds were constrained using the linear constraint solver 
(LINCS) algorithm (Hess et al. 1997). The Verlet cut-off 
scheme was set to 1.2 nm for pair interactions and the cut-
off distance for Van der Waals and electrostatic interactions 
was also set to 1.2 nm. The electrostatic interactions were 
described via the particle-mesh Ewald (PME) method with 
a grid spacing of 1.0 Å (Essmann et al. 1995). The energy 
minimization step used the steepest descent method. The 
systems were equilibrated to relax the uncorrelated initial 
configurations. A first equilibration was performed in the 
NVT ensemble for 0.5 ns with protein coordinates fixed and 
a second one in the NPAT ensemble for 0.325 ns without 
restraints. Production simulations ran for 210 ns in the NPT 
ensemble with a time step of 2 fs, with protein, lipids, ions, 
and water independently coupled with a Nosé–Hoover ther-
mostat. Temperature was set at 298 K. Pressure was kept 
constant to 1 atm by the semi-isotropic Parrinello–Rahman 
pressure coupling algorithm (Parrinello and Rahman 1981). 
The results were analyzed by integrated GROMACS func-
tions and by VMD (Humphrey et al. 1996). The secondary 
structure analysis was done using the DSSP algorithm (Kab-
sch and Sander 1983).
Molecular docking
The docking between our model and its substrate was per-
formed with the GOLD suite of programs (Cambridge 
Crystallographic Data Centre, UK). The binding region was 
defined as a 10 Å radius sphere centered on Lys120. The 
following amino acids were defined as being part of the cata-
lytic site (belonging to the 4 conserved boxes):  K120,  E123, 
 T127 (from KEDT-box),  H146,  H147 (from His-box),  N173, 
 H177,  M180,  Y181,  Y183 (from Tyr-box),  T203 (from Gln-box). 
γ-linolenic acid (GLA) and ARA were chosen as substrates. 
For the 20-genetic algorithm runs, a total of 100,000 genetic 
operations were carried out on five islands, each containing 
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100 individuals. The niche size was set to 2, and the value 
for the selection pressure was set to 1.1. Genetic operator 
weights for crossover, mutation, and migration were set to 
95, 95, and 10, respectively. The scoring function used to 
rank the dockings was Goldscore. The outputs were analyzed 
with MacPyMOL and VMD.
Results and discussion
Cloning and sequence analysis
We cloned the full-length cDNA of an elongase from the 
European perch. PCR with specific primers (Table  1) 
resulted in the amplification of a 885-base pair Open Read-
ing Frame coding for a 294-amino acid protein (GenBank 
accession no. KR360724), with a calculated MW and a pI 
of 35 kD and 9, respectively. Phylogenetic analysis (Fig. 1) 
compares fish elongases and sets the perch sequence close 
to other Perciformes (Sparus aurata and Epinephelus 
coioides) and within the marine teleost ELOVL (Nibea 
mitsukurii, Argyrosomus regius, Dicentrarchus labrax, 
Siganus canaliculatus, Scophthalmus maximus, etc.). More 
generally, pfELOVL clusters within the ELOVL5 sub-
group of the ELOVL2/5 group, distinct from its ELOVL4 
and ELOVL1/6/7 counterparts. A BLASTp analysis on the 
translated amino-acid sequence indicates that pfELOVL 
shows 90%, 89%, 78%, and 73% identity with Lates cal-
carifer, Epinephelus coioides, Salmo salar, and Danio rerio 
ELOVL5, respectively, and 77% with Oncorhynchus mykiss 
ELOVL2. Regarding the independent evolution of the dif-
ferent ELOVL elongase sub-families amongst biological 
lineage (Xue et al. 2014), and considering pfELOVL clus-
tered within ELOVL5 sub-group, it is most likely our pro-
tein belongs to this one. A functional study in heterologous 
system would definitely confirm this hypothesis. 
Moreover, amino-acid sequence alignment with fish 
elongases (ELOVL2/5 and ELOVL4 groups) from fresh-
water (Oreochromis niloticus, O. mykiss, and D. rerio), 
marine (S. aurata and Rachycentron canadum), and 
anadromous species (S. salar) confirms that pfELOVL 
includes all the characteristics of elongases: several TMH 
 (N31…K51,  L65…T85,  I109…F129,  F141…V161,  G169…
I189,  Y201…A221 and  K229…F249), an ER retention signal 
 (K289KLR292) and the four “conserved boxes” (KEDT-
box,  K120LIEFMDT127; His-box,  Q138MTFLHIYHH147; 
Tyr-box,  N173SFVHVVMYSYY184; and Gln-box, 
 T203QLQLIQ209) (Fig. 2).
2D structural patterns
In our pfELOVL-5 model, 113 residues are involved in 
α helix (38.44%), 52 in β sheet (17.69%), 120 in random 
coil (40.82%), and 9 (3.06%) are not assigned. Globally, 
this result corroborates a higher proportion of α secondary 
structure than a β one, in accordance with the literature 
for the elongase family (Leonard et al. 2004; Tvrdik et al. 
2000).
Furthermore, we found an endoplasmic reticulum reten-
tion signal  (K289Kxx292) and the protein is predicted to be 
addressed in the ER, data confirmed by the literature (Jakob-
sson et al. 2006). However, we could not find any signal 
peptide. Nonetheless, for proteins with multiple α helices, it 
is known membrane addressing can be directed by an N-ter-
minal “hydrophobic signal” corresponding to one of the two 
first α helices inserted in the membrane (Monné et al. 2005). 
We predict this is the case for the ELOVL family.
In addition, the majority (12 of 15) of the secondary 
structure prediction tools (Table 1) have also shown seven 
TMH, also in agreement with the literature, which com-
monly admits between 5 and 7 α helices (Fig. 3). Further-
more, the orientation of the loop elements is supported by 
experimental data regarding the localisation of the putative 
catalytic site: precursor synthesis in the cytosol, cofactors 
localisation on the ER cytoplasmic face, and proof of an 
enzyme activity inhibition outside the ER (Monné et al. 
1999, 2005; DePierre and Ernster 1977).
Table 1  Sequence and 
melting temperature of 
degenerate and gene-specific 
primers
PCR Primers Primer sequences Tm (°C)
Degenerated PCR Elovl-deg-F1 5′-YVCTDTGG TGG TAY TAY TTCTC-3′ 46.0
Elovl-deg-R1 5′-TRTANGTCTKWAT GTA GAA GTT -3′ 42.3
5′-RACE-PCR Elo-5′-R1 5′-TAG AAG GAC AAG ACT GTG AGG CCC AGA TTG T-3′ 58.0
Elo-5′-R2 5′-TAC GGC TGC CTG TGT TTC ATG TAC TTG-3′ 54.6
Elo-5′-R3 5′-TAG TTG TCG AGC AGC AGC CAT CCC TG-3′ 57.6
3′-RACE-PCR Elo-3′-F1 5′-CAG CTT CGT CCA CGT TGT GAT GTA TTC-3′ 54.6
Elo-3′-F2 5′-GAA GAA GTA CAT CAC ACA GTT ACA GCTGA-3′ 53.6
Elo-3′-F3 5′-AAG GGA TGG CTG TAC TCC CAA ACA AG-3′ 54.4
FL-PCR Elvol5-dig-F 5′-CCC AAG CTT ATG GAG ACC TTT AAT CAT AA-3′ 52.2
Elovl5-dig-R 5′-GCG GGA TCC TCA ATC CAC CCT CAG TTT CT-3′ 59.3
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3D structure model embedded in an artificial 
membrane
As no ELOVL homologues structure is available in the 
PDB to perform homology modelling, a 3D model was 
set up using the de novo method Rosetta, which is well 
known for efficiently modelling membrane proteins (Das 
and Baker 2008). Based on (1) the determined amino-
acid sequence, (2) the 7 TMH topology, (3) the calculated 
lipophilicity profile, and (4) a template identified by a 
fold-recognition method (RaptorX), i.e., the NADH-CoQ 
reductase/NADH dehydrogenase from Escherichia coli 
 Perca fluviatilis ELOVL (***)
 Sparus aurata ELOVL5 (ADD50001)
 Epinephelus coioides ELOVL5 (AGT80149)
 Nibea mitsukurii ELOVL5 (ACR47973)
 Argyrosomus regius ELOVL5 (AGG69479)
 Dicentrarchus labrax ELOVL5 (CBX53576)
 Siniperca chuatsi ELOVL5 (ACH53603)
 Takifugu rubripes ELOVL5 (XP 003964216)
 Oreochromis niloticus ELOVL5 (NP 001266389)
 Siganus canaliculatus ELOVL5 (ADE34561)
 Lates calcarifer ELOVL5 (ACS91459)
 Scophthalmus maximus ELOVL5 (AAL69984)
 Rachycentron canadum ELOVL5 (ACJ65150)
 Gadus morhua ELOVL5 (AIG21333)
 Salmo salar ELOVL5 (NP 001130024)
 Oncorhynchus mykiss ELOVL5 (AAV67803)
 Cyprinus carpio ELOVL5 (AER39745)
 Danio rerio ELOVL5 (NP 956747)
 Xenopus laevis ELOVL5 (NP 001089883)
 Gallus gallus ELOVL5 (NP 001186126)
 Homo sapiens ELOVL5 (NP 068586)
 Mus musculus ELOVL5 (NP 599016)
 Salmo salar ELOVL2 (NP 001130025)
 Oncorhynchus mykiss ELOVL2 (AIT56593)
 Danio rerio ELOVL2 (NP 001035452)
 Xenopus laevis ELOVL2 (NP 001087564)
 Gallus gallus ELOVL2 (NP 001184237)
 Homo sapiens ELOVL2 (NP 060240)
 Mus musculus ELOVL2 (NP 062296)
 Takifugu rubripes ELOVL4 (XP 003971605)
 Rachycentron canadum ELOVL4 (ADG59898)
 Gadus morhua ELOVL4 (AIG21330)
 Salmo salar ELOVL4 (NP 001182481)
 Xenopus tropicalis ELOVL4 (XP 002936253)
 Gallus gallus ELOVL4 (NP 001184238)
 Homo sapiens ELOVL4 (NP 073563)
 Mus musculus ELOVL4 (NP 683743)
 Danio rerio ELOVL4 (NP 001191453)
 Takifugu rubripes ELOVL1 (XP 003974086)
 Gadus morhua ELOVL1 (AIG21328)
 Danio rerio ELOVL1 (NP 998581)
 Salmo salar ELOVL1 (NP 001139865)
 Homo sapiens ELOVL7 (BAD93238)
 Mus musculus ELOVL7 (NP 083277)
 Xenopus laevis ELOVL7 (NP 001082390)
 Gallus gallus ELOVL7 (NP 001184239)
 Danio rerio ELOVL7 (AAH45481)
 Ictalurus furcatus ELOVL7 (ADO28044)
 Gadus morhua ELOVL7 (AIG21336)
 Takifugu rubripes ELOVL7 (XP 003974898)
 Oryzias latipes ELOVL7 (XP 004072365)
 Gadus morhua ELOVL6 (AIG21334)
 Danio rerio ELOVL6 (NP 955826)
 Takifugu rubripes ELOVL6 (XP 003970691)


















































Fig. 1  Phylogenetic relationship of Perca fluviatilis ELOVL with elongase proteins from other organisms
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(3RKO, 3.0 Å resolution), we have obtained a valid model 
of the structure. Indeed, Ramachandran plots support the 
quality of the simulated model (more than 99% of favoured 
or allowed region) (Fig. 4). Geometrical constraints were 
applied to the structure to conserve a minimal distance 
between residues in the four conserved boxes (with 5 Å).
As pfELOVL5 is a membrane protein, the modelled struc-
ture was embedded in an artificial lipid bilayer mimicking 
P. fluviatilis ELOVL      ---METFNHKLNT---YFETWMGPRDQRVQGWLLLDNYPPTFALTVMYLLIVWMGPKYMK
S. aurata ELOVL5          ---METFNHKLNV---YFETWMGPRDQRVRGWLLLDNYPPTFALTVMYLLIVWMGPKYMK
O. niloticus ELOVL5       ---METFNHKLNA---YIDSWMGPRDQRVRGMLLLDNYPPTFALTVMYLLIVWMGPKYMK
S. salar ELOVL5           ---MEAFNHKLNT---YIDSWMGPRDERVQGWLLLDNYPPTFALTLMYLLIVWLGPKYMR
O. mykiss ELOVL2          MNHLQSLDERLNA---LFYFLFEDRDSRVRGWLLMDSYLPTLSLTILYLLTVYLGSKYMR
D. rerio ELOVL2/5         ---METFSHRVNS---YIDSWMGPRDLRVTGWFLLDDYIPTFIFTVMYLLIVWMGPKYMK
R. canadum ELOVL4         ---MEVVTHFVNDTVEFYKWSLTIADKRVENWPMMASPLPTLAISCLYLLFLWVGPRYMQ
                             :: . . :*         :   * ** .  :: .  **: :: :*** :::* :**:
P. fluviatilis ELOVL      HRQPYSCRGLLVLYNLGLTVLSFYMFYELVTAVWYGGYNFYCQDTHSAKE-ADNKIINAL
S. aurata ELOVL5          HRQPYPCRGLLVLYNLGLTLLSFYMFYELVTAVWYGGYNFYCQDTHSAQE-VDNKIINVL
O. niloticus ELOVL5       HRQPYSCRAVMVFYNLGLTLLSFYMFYELVSAAWHGGYNFYCQNTHSAEE-ADIKVINVL
S. salar ELOVL5           HRQPVSCQGLLVLYNLALTLLSFYMFYEMVSAVWQGGYNFYCQDTHSAGE-TDTKIINVL
O. mykiss ELOVL2          NRPAYSLKGVLQVYNFSVTMLSLYMLVELVSATLSAGYRLQCQGLHEAGE-ADLRVAKVL
D. rerio ELOVL2/5         NRQAYSCRALLVPYNLCLTLLSLYMFYELVMSVYQGGYNFFCQNTHSGGD-ADNRMMNVL
R. canadum ELOVL4         DRQPYTLRRTLIVYNFSMVVLNFYIAKELLIATRAAGYSYLCQPVNYSNDVNEVRIASAL
                          .*     :  :  **: :.:*.:*:  *:: :.  .**   **  : . :  : :: ..*
P. fluviatilis ELOVL      WWYYFSKLIEFMDTFFFILRKNNHQMTFLHIYHHATMLNIWWFVVNWVPCGHTYFGPTIN
S. aurata ELOVL5          WWYYFSKLIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHTYHHASMLNIWWFVMNWVPCGHSYFGASLN
O. niloticus ELOVL5       WWYYFSKLIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHLYHHASMLNIWWFVMNWIPCGHSYFGASLN
S. salar ELOVL5           WWYYFSKVIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHIYHHASMLNIWWFVMNWVPCGHSYFGASLN
O. mykiss ELOVL2          WWYYFSKVIEFLDTIFFVLRKKNSQITFLHVYHHASMFNIWWCVLNWIPCGQSFFGPTLN
D. rerio ELOVL2/5         WWYYFSKLIEFMDTFFFILRKNNHQITFLHVYHHATMLNIWWFVMNWVPCGHSYFGATFN
R. canadum ELOVL4         WWYYISKGVEFLDTVFFILRKKFNQVSFLHVYHHCTMFILWWIGIKWVPGGQAFFGATIN
                          ****:** :**:**.**:***:  *::*** ***.:*: :**  ::*:* *:::** ::*
P. fluviatilis ELOVL      SFVHVVMYSYYGLSAI-PAMRPYLWWKKYITQLQLIQFFLTIYQTMCAAIWPCGFPKGWL
S. aurata ELOVL5          SFVHVVMYSYYGLSAI-PAMRPYLWWKKYITQFQLIQFFLTMSQTIFAVIWPCGFPDGWL
O. niloticus ELOVL5       SFIHVVMYSYYGLSAI-PAIRPYLWWKKYITQLQLIQFFLTVTQTTLAVIWPCGFPIGWL
S. salar ELOVL5           SFVHVLMYSYYGLSAV-PAIRPYLWWKKYITQGQLIQFFLTMSQTICAVIWPCGFPRGWL
O. mykiss ELOVL2          SFIHVCMYSYYGLSTI-PSMQKYLWWKRYLTQAQLIQFILTITHTLSAIVVPCGFPVGCL
D. rerio ELOVL2/5         SFIHVLMYSYYGLSAV-PALRPYLWWKKYITQGQLVQFVLTMFQTSCAVVWPCGFPMGWL
R. canadum ELOVL4         SSIHVLMYGYYGLAALGPQMQKYLWWKKYLTIIQMIQFHVTIGHAGHSLYTGCPFPCWMQ
                          * :** **.****::: * :: *****:*:*  *::** :*: ::  :    * **    
P. fluviatilis ELOVL      YSQTSYMVTLILFFLNFYIQTYKKHSGS---LKKEHHNGSPVSTNGNANATPSLERTAH-
S. aurata ELOVL5          YFQIGYMVTLIFLFSNFYIQTYNKHSAS---LRKEHQNGSPLSTNGHANGTPSMEHTAH-
O. niloticus ELOVL5       YFQISYMFTLIILFMNFYIQTYKK-SGS---QRKHPQNSSLLSTNGHANGTPSTDFTAP-
S. salar ELOVL5           FFQIFYMASLIAFFSNFYIQTYKKHRVS---QKEYHQNGSVDSLNGHANGVTPTETITH-
O. mykiss ELOVL2          LFQFSYMATLVILFVNFYVQTYRKRRPEES-IKSSRPNGHTVSTNGTSF-----------
D. rerio ELOVL2/5         YFQISYMVTLILLFSNFYIQTYKKRSGS---RKSDYPNGS---VNGHTNGVMSSEKIKH-
R. canadum ELOVL4         WALIGYAVTFIILFANFYYHAYRGKPSSSQKGGKPIANGTSVVTNGHSKVEEVEDNGKRQ
                               *  ::: :* *** ::*.    .     .   *.     ** :            
P. fluviatilis ELOVL      KKLRVD--
S. aurata ELOVL5          KKLRVD--
O. niloticus ELOVL5       KKLRVD--
S. salar ELOVL5           RKVRVD--
O. mykiss ELOVL2          KK-RK---
D. rerio ELOVL2/5         RKARAD--
R. canadum ELOVL4         KKGRAKRE
                          :* *                                
Fig. 2  Alignment of the elongase amino-acid sequence from Euro-
pean Perch with fish orthologs. The GenBank accession numbers 
of the aligned amino-acid sequence areas follows: Sparus aurata 
(ADD50001), Oreochromis niloticus (NP_001266389), Salmo salar 
(NP_001130024), Oncorhynchus mykiss (NM_001124636), Danio 
rerio (NP_956747), Rachycentron canadum (ADG59898.1). The 
ER retention motif is coloured in grey, the TMH in blue (underlined 
when overlapping with conserved boxes), and the conserved boxes in 
red. * sequence identity, : conservative substitution, . semi-conserva-
tive substitution
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the natural environment of the protein. The overall structure 
was then refined using MD (Fig. 5a, b). A 1-stearoyl-2-lino-
leoyl-sn-glycero-phosphocholine (SLPC, C18:0/C18:2) lipid 
bilayer was selected, because phosphatidylcholine represents 
more than 50% of the ER lipid content in eukaryotes (OPM 
database). In addition, its linoleic acid residue (C18:2Δ9,12) 
is closely related to GLA (C18:3Δ6,9,12), an ELOVL5 
substrate. Moreover, linoleic acid is a direct substrate of 
ELOVL5 in the Δ8 desaturase alternative pathway (Fonseca-
Madrigal et al. 2014; Monroig et al. 2011b, 2013b; Tu et al. 
2012b). The time evolution of Root Mean Square Devia-
tion (RMSD) of the protein backbone atoms is analyzed to 
check the stability of the system. At the end of the simula-
tion, the RMSD is almost steady, attesting the system’s sta-
bilization (Fig. 6a). Focusing on the flexible regions of the 
protein, the Root Mean Square Fluctuation (RMSF) plot was 
generated with respect to individual residues (Fig. 6b). The 
residues involved in loops and, therefore, more exposed to 
the solvent, show greater fluctuations, the C-terminal end not 
bound to the membrane being the most flexible. Regarding 
Fig. 3  2D theoretical model of pfELOVL5 (http://www.sacs.ucsf.edu/cgi-bin/open-topo2 .py/) inserted in ER membrane with the cytosol above 
and lumen side below. The four conserved boxes are coloured in red and the ER retention signal in purple
 3 Biotech           (2019) 9:242 
1 3
 242  Page 8 of 13
Fig. 4  Ramachandran plot of the model of pfELOVL5
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the secondary structural content, each motif remains stable 
during the simulation, with a content of 60–70% α-helix and 
no β-sheet/bridge/bulge (Fig. 7a). Finally, the radius of gyra-
tion (Rg) reflecting the compactness of pfELOVL5 is stable 
over the time, and ranges from 2.25 to 2.45 nm (Fig. 7b). 
All these analyses demonstrate the robustness of our model. 
Identification of a potential catalytic site
From our reliable 3D model embedded in membrane, a 
molecular docking analysis with two key substrates (GLA 
and ARA) was performed to identify essential residues 
involved in the formation of the enzyme–substrate complex, 
Fig. 5  Our pfELOVL5 model 
in SLPC bilayer. a Side view; b 
top view
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an essential step to understand the mechanism of action of 
elongation.
Two binding modes of GLA have been identified (Fig. 8a, 
b). In the first one, called “I”, three types of molecular 
interactions are involved: a strong electrostatic interaction 
between  K120 and –COO−, two H bonds between –COO−, 
and the  K120 and  H177, and a CH–π interaction (Takahashi 
et al. 2010) between the ligand alkyl chain and the indole 
group of  W114 (Fig. 8a).  K120 and  H177 are part of the KEDT- 
and Tyr-box, respectively. The alkyl chain is close to hydro-
phobic and aromatic amino acids:  L28,  W26,  L113,  Y117,  V176, 
and  L212.
In the second one, called “II”,  K120 is also involved in 
an electrostatic interaction with –COO−, while three H 
bonds between the ligand carboxylate group and  Y117,  Y184, 
and  Q209 are also observed (Fig. 8b).  Q209 and  Y184 are in 
the Gln- and Tyr-box, respectively. The alkyl chain is sur-
rounded by several hydrophobic residues such as  L28,  A105, 
 I110,  L113,  V176, and  W114. For ARA, the mode II seems 
the preferential-binding mode with two H bonds observed 
between the carboxylate moiety and  Y117 and  H177 (data not 
shown).
At this point, it is difficult to decide for one or other 
mode but these studies already highlight potential essential 
amino acids present in both binding modes, i.e.,  K120,  H177, 
and  W114. Interestingly, amongst them,  K120 and  H177 are 
absolutely conserved along fatty-acid elongases (Carmona-
Antoñanzas et al. 2013). This contribution, presenting the 
model of an ELOVL from the European perch, a carnivorous 
freshwater fish and prime candidate for the diversification of 
European aquaculture, paves the way to better understanding 
of the substrate specificities of this enzyme family and the 
potential mechanisms of fatty-acid elongation.
Conclusion
In this study, we isolated and cloned the coding sequence 
of a very long-chain fatty-acid ELOVL5-like elongase 
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Fig. 6  a Evolution of Cα RMSD during the MD simulation, b RMSF 












































Fig. 7  a Rg plot of pfELOVL5 during MD simulation, b secondary 
structure % as a function of time
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Sequencing results from genetics experiments allowed to 
predict a 3D model structure embedded in an ER-like artifi-
cial membrane, used to provide two putative substrate-bind-
ing modes and highlight essential amino acids. Assume to 
belong to ELOVL5 sub-group of the ELOVL2/5 sub-family, 
it remains necessary to perform a functional study in heter-
ologous system to confirm this hypothesis. Otherwise, our 
modelling studies give key structural data on a carnivorous 
teleost elongase belonging to an important protein family for 
human and animal nutrition.
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